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1 EINLEITUNG 
Streptobacillus (S.) moniliformis ist als Schleimhautkommensale endemisch in wilden Ratten. 
Zudem wird der Erreger häufiger aus Heimtieren isoliert. Trotz seiner geringen Prävalenz in 
Labortierbeständen führt die Federation of Laboratory Animals Association (FELASA) S. 
moniliformis nach wie vor für das Gesundheitsmonitoring auf. Als Erreger der schweren 
Zoonosen Rattenbiss- und Haverhill-Fieber stellt er eine nicht unerhebliche Gefahr für 
Experimentatoren und Pflegepersonal dar. Darüber hinaus kann es in Abhängigkeit von dem 
Mausstamm zu erheblichen Verlusten kommen. Die Ursache für diese unterschiedliche 
Empfänglichkeit wurde bisher nicht aufgeklärt. 
 
Rodentibacter (R.) pneumotropicus gehört zu den bedeutendsten und häufigsten 
Pathogenen in Labortierhaltungen. In immunkompetenten Tieren führt eine Infektion nach 
aktuellem Stand der Literatur selten zu einer klinischen Symptomatik. Durch die 
Beeinflussung physiologischer Vorgänge kann es aber dennoch zu veränderten Ergebnissen 
in tierexperimentellen Untersuchungen kommen. Für genetisch veränderte, 
immunsupprimierte Tiere besteht die Gefahr schwerer Erkrankungen mit hoher Morbidität. 
Somit stellt der Erreger eine gravierende Gefährdung von Labortierbeständen und damit der 
biomedizinischen Forschung dar.  
 
Die FELASA empfiehlt die Untersuchung auf Streptobazillen in einem 12-monatigen 
Rhythmus. Auf Pasteurella pneumotropica (jetzt Rodentibacter spp.) hingegen sollte 
aufgrund der hohen Prävalenz alle 3 Monate untersucht werden. Hierfür wird in der Regel 
auf verschiedene Sentinel-Systeme zurückgegriffen. Diese wurden jedoch bisher für keinen 
der beiden genannten Erreger umfassend validiert. Weiterhin fehlen wissenschaftliche 
Untersuchungen, in denen die Spezifität und Sensitivität von kommerziell verfügbaren 
ELISA-Testverfahren unabhängig überprüft wird.  
 
Ziel dieser kumulativen Dissertationsarbeit war die Untersuchung der Wirtsantwort in 
verschiedenen Mauslinien nach intranasaler Infektion mit S. moniliformis und R. 
pneumotropicus durch Vergleich der Klinik, Pathologie und Immunantwort. Weiterhin sollten 
für beide Erreger neue ELISA-Verfahren zum indirekten Infektionsnachweis etabliert und 
evaluiert werden. Durch die Differenzierung der IgG-Subklassen sollten mögliche 
stammspezifische Unterschiede aufgedeckt und Hinweise auf den Typ der Immunantwort 
gewonnen werden. Mit dem Einsatz von Kontakt- und Einstreu-Sentinels war die 
Gesundheitsüberwachung von Labormausbeständen unter experimentell definierten 
Bedingungen zu evaluieren. Weiterhin wurden aktuelle Labor- und Feldisolate von R. 
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pneumotropicus und R. heylii genotypisch bzgl. der RTX-Toxingene charakterisiert, um die 
Prävalenzen der jeweiligen Genotypen zu bestimmen.  
 
Diese Arbeit entstand im Rahmen des durch EFRE-Mittel geförderten Verbundprojektes 
„Generierung von Rekonvaleszenzseren zur Entwicklung innovativer paralleler 
Diagnostikverfahren für die Detektion akuter und früherer bakterieller und viraler Infektionen 
in Labortierbeständen“, insbesondere als Teilprojekt des Instituts für Bakteriologie und 
Mykologie. In diesem Verbund kooperierte das Institut für Bakteriologie und Mykologie mit 
der GVG Diagnostics GmbH1, dem Institut für Bioanalytik der Fakultät für Chemie und 
Mineralogie der Universität Leipzig2, dem Fraunhofer Institut für Zelltherapie und 
Immunologie (IZI)3 und dem Institut für Virologie.
                                                          
1 GVG Diagnostics GmbH, Deutscher Platz 5b, 04103 Leipzig 
2 Biotechnologisch-Biomedizinisches Zentrum, Deutscher Platz 5, 04103 Leipzig 
3 Fraunhofer-Institut für Zelltherapie und Immunologie, Perlickstraße 1, 04103 Leipzig 




2.1 Streptobacillus (S.) moniliformis 
 
2.1.1 Allgemeine Charakteristika 
Streptobacillus (S.) moniliformis ist ein gramnegatives, mikroaerophil wachsendes (5-10% 
CO2), fusiformes, filamentöses bis pleomorphes Stäbchen aus der Familie der 
Leptotrichiaceae und gehört somit zu den Fusobacteriales (Eisenberg et al. 2015c und 
2016b). Es ist nicht bekapselt und bildet keine Sporen (Eisenberg et al. 2015c). In älteren 
Kulturen bilden die einzelnen Stäbchen häufig seitlich Ausbuchtungen (Wullenweber 1995, 
Elliot 2007, Eisenberg et al. 2015c und 2016a), sodass die in bis zu 150 µm langen 
Filamenten (Elliot 2007, Eisenberg et al. 2016a) angeordneten Bakterien einer Halskette 
ähneln (Eisenberg et al. 2016a). Hieraus leitet sich die Spezies-Bezeichnung „moniliformis“, 
lat. für Halsband-artig, ab.  
Der Zoonoseerreger S. moniliformis ist ein anspruchsvolles Bakterium, sodass besondere 
Bedingungen bei der Anzucht realisiert werden müssen (Rumley et al. 1987, Elliot 2007, 
Eisenberg et al. 2016a). Bewährt hat sich für Reinkulturen der Columbia-Schafblut-Agar 
(COB) (Wullenweber 1995, Elliot 2007, Eisenberg et al. 2015c und 2016a). Für Proben, in 
denen in der Regel eine Mischkultur zu erwarten ist, ist die Verwendung eines Agars ohne 
antibiotische Supplemente problematisch. Die Kolonien werden aufgrund ihrer langen 
Wachstumsdauer von 2-7 Tagen (Wullenweber 1995, Elliot 2007, Eisenberg et al. 2016a) 
häufig von der schnell wachsenden Begleitflora überwuchert. Daher bietet sich ein Zusatz 
verschiedener antimikrobieller Wirkstoffe an, wie Colistin, Nalidixinsäure und 
Sulfamethoxazol/Trimethoprim (Shanson et al. 1983, Rygg et al. 1992, Eisenberg et al. 
2015c und 2016a). Für die Anzucht in Flüssigmedien eignet sich v.a. Tryptose-Soja-Bouillon 
mit Zusatz von 20% Pferdeserum oder Aszites-Flüssigkeit (Eisenberg et al. 2016a). Nicht 
geeignet sind kommerziell erhältliche Blutkulturflaschen, wie sie häufig für Blutproben mit 
Sepsis-Verdacht in der Humanmedizin eingesetzt werden. Diese enthalten Zusätze, welche 
zu einer starken Hemmung des Streptobazillen-Wachstums führen (Lambe et al. 1973, 
Wullenweber 1995, Elliot 2007).   
In Flüssigmedien bildet S. moniliformis typischerweise sogenannte „cotton balls“ 
(Wullenweber 1995, Elliot 2007, Eisenberg et al. 2015c und 2016a; siehe Anhang, Abb. 1). 
Auf festen Nährböden zeigen sich 0,1-0,4 mm große, glänzende, tropfenähnliche, konvexe 
Kolonien, die in der Regel nicht hämolysieren (Eisenberg et al. 2015c; siehe Anhang, Abb. 
2). Gelegentlich formen die Kolonien Spiegelei-ähnliche Gebilde, die auf L-Form-Varianten 
zurückgehen (Wullenweber 1995, Elliot 2007, Eisenberg et al. 2016a). Umstritten ist die 
Pathogenität dieser zellwandlosen Varianten. Freundt (1956a) konnte keinerlei Pathogenität
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in Mäusen beobachten. Andererseits könnte die Entstehung dieser zellwandfreien Varianten 
als Interaktion mit spezifischen Wirtsabwehrmechanismen verstanden werden und so für 
wiederkehrende Infektionen und Resistenzen gegen zellwandinhibierende antibiotische 
Therapien verantwortlich sein (Domingue et al. 1997, Eisenberg et al. 2016a). Gesichert ist, 
dass S. moniliformis diese Variante spontan auf Nähragar ausbilden kann und auch wieder 
zurückbildet (Dienes 1947). In vitro kann die Entstehung durch subletale Penicillindosen 
induziert werden (Freundt 1956b).  
Lange Zeit galt S. moniliformis als monotypisch. Erst vor kurzem, mit Entwicklung besserer 
Identifikationsverfahren, wurden weitere Streptobacillus-Spezies identifiziert. So sind in der 
Gattung Streptobacillus neben S. moniliformis weiterhin S. honkongensis (isoliert aus 2 
Menschen von Woo et al. 2014), S. felis (Isolat aus einer Katze von Eisenberg et al. 2015b), 
S. ratti (Isolat aus der Hausratte von Eisenberg et al. 2016c) und S. notomytes (Isolat aus 
der Australischen Hüpfmaus, Eisenberg et al. 2015a sowie aus der Hausratte, Michel et al. 
2018) beschrieben. Darüber hinaus existieren noch weitere Isolate, die sich keiner der 
beschriebenen Arten zuordnen lassen; insbesondere aus Atlantischen Lachsen (Palmer et 
al. 1994), Delphinen und Seelöwen (Bik et al. 2008, 2010 und 2016) sowie Baumwollratten 
(Chaves-Moreno et al. 2015), Hunden (Wouters et al. 2008, Xenoulis et al. 2008 und 
Dewhirst et al. 2012), Enten (Strong et al. 2013), Rindern (Swartz et al. 2014) und Menschen 
(Kong et al. 2012, Hullar et al. 2015). Diese Fülle an erst kürzlich identifizierten und noch 
nicht näher charakterisierten Spezies in einer ursprünglich als monotypisch beschriebenen 
Gattung spiegelt die Problematik der Differenzierung der verschiedenen Arten in der Gattung 
Streptobacillus wieder. 
 
2.1.2 Differenzierung von Streptobacillus spp. 
Für den Nachweis der Gattung Streptobacillus sind viele Methoden geeignet. Eisenberg et 
al. (2015c) konnten mit Hilfe kommerzieller Testsysteme für biochemische Eigenschaften 
und Enzyme Merkmalsprofile identifizieren. Auch über die Erstellung von Fettsäuremustern 
mittels Gaschromatographie in Verbindung mit Wachstumseigenschaften kann die 
Gattungsdiagnose gelingen (Rowbotham 1983, Edwards und Finch 1986). Ebenfalls 
beschrieben sind die Serumagglutination (Burke et al. 1959) und die direkte 
Fluoreszenzmikroskopie (Graves et al. 2001). Eisenberg et al. (2016a) zufolge bedürfen 
beide Verfahren jedoch noch weiterer Validierung. Durch die eingeschränkte Verfügbarkeit 
spezifischer Antiseren sind beide Verfahren zurzeit auch nur begrenzt durchführbar.  
Nach Eisenberg et al. (2015c und 2016c) ist für eine Speziesdiagnose die MALDI-TOF-MS 
Analyse gut geeignet. Dabei muss zuerst eine Erweiterung der Datenbank durchgeführt 
werden, da über kommerzielle Datenbanken die Unterscheidung nicht gelingt. 
Eine weitere Methode zur Differenzierung der Streptobazillen ist die Fourier-
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Transformations-Infrarot-Spektroskopie (FT-IR). Diese Fingerprintmethode, welche durch 
Infrarotspektroskopie die Zusammensetzung der Biomoleküle misst, ermöglicht nach 
Eisenberg et al. (2015b und 2015c) ebenfalls eine eindeutige Unterscheidung der Spezies. 
Molekularbiologisch ist der Nachweis Streptobacillus-spezifischer Gensequenzen mittels 
PCR möglich. Verschiedene Autoren veröffentlichten hierfür bereits Protokolle zur 
Untersuchung von Kolonien (Hayashimoto et al. 2008, Kimura et al. 2008, Mackey et al. 
2014) oder zum Direktnachweis der DNA aus Gewebe (Boot et al. 2002, Eisenberg et al. 
2014) oder Körperflüssigkeiten und Krusten (Berger et al. 2001, Nakagomi et al. 2008). 
Diese PCRs, die Haushaltsgene, wie z.B. die 16S rRNA kodierende DNA oder gyrB 
nachweisen, sind wertvolle Werkzeuge für die Gattungsdiagnose, jedoch nicht für die 
Speziesdiagnose geeignet. Diese gelingt dann erst über die Sequenzierung der Amplifikate 
(Eisenberg et al. 2016a). Die Amplifikation bestimmter DNA-Abschnitte mit folgender multi 
loci variable number of tandem repeats Analyse (MLVA) eignet sich ebenso, wie Eisenberg 
et al. (2016b) berichten. 
Geeignete Proben für den kulturellen und molekularbiologischen Nachweis von S. 
moniliformis sind Eiter (Woo et al. 2014, Eisenberg et al. 2016a), Gelenksflüssigkeit (Holroyd 
et al. 1988, Wang und Wong 2007, Woo et al. 2014) und veränderte Organe (Eisenberg et 
al. 2014 und 2015a, Barthold et al. 2016). Beim Menschen mit einem Streptobacillus 
moniliformis-Septikämieverdacht werden Blutproben untersucht, die während der 
Fieberphasen entnommen werden sollten (Shanson et al. 1983, Joshi et al. 2010). Wie 
bereits weiter oben beschrieben, eignen sich kommerzielle Blutkulturflaschen nicht für die 
Anzucht (Lambe et al. 1973). Für die erfolgreiche Diagnose einer Infektion mit 
Streptobazillen bedarf es eines begründeten Anfangsverdachts, sodass geeignete Methoden 
eingeleitet werden können.  
 
2.1.3 Serologische Methoden zum indirekten Nachweis einer Streptobacillus 
moniliformis-Infektion 
Für den indirekten Nachweis von S. moniliformis Infektionen ist ein ELISA zum Nachweis 
von Antikörpern basierend auf Merthiolat-inaktivierten Zellen publiziert (Koopman et al. 1991, 
Boot et al. 1993). Mangels Spezifität wird jedoch empfohlen, positive oder zweifelhafte 
Ergebnisse mittels Immunoblot zu bestätigen (Boot et al. 2006, Eisenberg et al. 2016a). 
Dieser basiert auf Merthiolat-inaktivierten und abgekochten Zellen. Kommerzielle Antikörper-
ELISA für Labornager sind verfügbar. Da sowohl Ratten als auch Mäuse einiger Stämme 
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2.1.4 Epidemiologie der durch Streptobacillus moniliformis hervorgerufenen Zoonose 
Streptobacillus moniliformis ist als natürlicher Kommensale der Schleimhaut des oberen 
Respirationstraktes in Ratten (Wullenweber 1995, Elliot 2007) weit verbreitet. Daher muss 
Speichel als Hauptinfektionsquelle angesehen werden (Wullenweber 1995). Für die 
zoonotische Übertragung spielt daher vor allem der Biss eine große Rolle (Gastraa et al. 
2009, Himsworth et al. 2013, Bauerfeind et al. 2016), wie der Name der Erkrankung 
„Rattenbiss-Fieber“ bereits suggeriert. Jedoch reicht zum Teil schon der direkte Kontakt zu 
den Tieren (Graves und Janda 2001) oder Kratzen aus (Berger et al. 2001, Graves und 
Janda 2001, Gastraa et al. 2009). Urin (Wullenweber 1995) und andere Sekrete (Joshi et al. 
2010) müssen ebenfalls als potentielle Übertragungsquelle berücksichtigt werden. In einem 
publizierten Fall wird von einer indirekten Übertragung durch Verletzung an einem 
Rattenkäfig ausgegangen (Mackey et al. 2014). Kontaminierte Lebensmittel, Milch und 
Wasser sind nach Ausbrüchen in Menschen ebenfalls als Quelle identifiziert worden 
(Shanson et al. 1983, Boot et al. 1993 und 2002, Wullenweber 1995, Kimura et al. 2008). 
Berühmt wurde vor allem ein Ausbruch im Ort Haverhill, sodass nachfolgend 
lebensmittelassoziierte Streptobazillosen den Beinamen „Haverhill-Fieber“ erhielten. Die 
Übertragung erfolgt also über Wund-, Schmier-, sowie gastro-intestinale Infektionen. Eine 
Übertragung über den Kot wurde angenommen (Kimura et al. 2008, Wouters et al. 2008, 
Joshi et al. 2010), jedoch nicht überprüft. 
Auch der Biss von Katzen und Hunden als Prädatoren wird als seltene, aber mögliche 
Erregerquelle für den Menschen betrachtet (Wouters et al. 2008). Bekannt wurde sogar ein 
Fall nach Biss eines Schweines (Smallwood 1929). Es liegt jedoch inzwischen der Verdacht 
nahe, dass andere Streptobacillus-Spezies als S. moniliformis an diesen Übertragungen 
durch diverse Tierarten beteiligt sind (Eisenberg et al. 2016a). Dennoch verursachen auch 
diese die typische Symptomatik. Weiterhin gelten Kratzwunden durch Katzen (Wullenweber 
1995, Gastraa et al. 2009) oder andere Tiere als mögliche Infektionsquellen (Dubois et al. 
2008). Da auch im Urogenitaltrakt von landwirtschaftlichen Nutztieren Streptobazillen 
nachgewiesen werden konnten (Swartz et al. 2014), kann eine Übertragung auf diesem 
Wege nicht ausgeschlossen werden. Fallberichte, die dies nahelegen, liegen aber nicht vor. 
Letztendlich kommen alle Tierspezies, bei denen Streptobacillus spp. nachgewiesen 
wurden4, als potentielle Erregerquelle für den Menschen und andere Tiere in Betracht.  
Jedoch ist nach neuen Erkenntnissen eine Infektion in Menschen mit Streptobacillus spp. 
nicht immer zoonotischer Natur. Lau et al. (2016) zeigen, dass die von Woo et al. (2014) 
                                                          
4 Neben Mäusen und Menschen existieren zahlreiche weitere Berichte über Streptobacillus spp.-Infektionen in 
verschiedensten Tierarten, die von Eisenberg et al. (2016a) zusammengetragen wurden. Beschrieben sind 
Erkrankungen in Hunden (Ditchfield et al. 1961, Das et al. 1986), Katzen (Eisenberg 2015b), Puten (Yamamoto 
et al. 1966, Mohamed et al. 1969, Glünder et al. 1982), Schweinen (Mohamed et al. 1969), Kälbern (Gourlay et 
al. 1982), Schafen (Mohamed et al. 1969), nicht-menschlichen Primaten (Valverde et al. 2002) und sogar Koalas 
(Russel et al. 1979).   
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erstmals im Zusammenhang mit septischer Arthritis im Menschen beschriebene Art S. 
honkongensis ihr natürliches Reservoir im menschlichen Oropharynx hat. 
 
Eine prospektive Studie zur Prävalenz von S. moniliformis im Menschen existiert nicht. 
Zudem diskutieren Gastraa et al. (2009), dass viele leichte, antibiotisch gut beherrschbare 
Fälle nicht diagnostisch aufgearbeitet werden. Zumal auch keine Meldepflicht besteht (IfSG 
§§ 6 und 7). Demnach könnten lediglich schwere Verläufe dokumentiert werden. Damit 
würde sich eine Verzerrung des Bildes dieser Infektion beim Menschen ergeben. 
Nachgewiesen ist, dass ein Großteil dieser Infektionen Ratten-assoziiert auftrat (Shanson et 
al. 1983, Wullenweber 1995, Berger et al. 2001, Graves und Janda 2001, Kimura et al. 2008, 
Gastraa et al. 2009, Joshi et al. 2010, Himsworth et al. 2013) und noch immer auftritt.  
Um ein Bild der aktuellen Situation zu liefern, sind Fallberichte der letzten 5 Jahre in Tabelle 
1 zusammengetragen. Berücksichtigt wurden nur Publikationen zoonotischer S. moniliformis-
Infektionen des Menschen seit 2013, die Informationen zum postulierten Übertragungsweg 
enthalten. 
Leider wurden die Infektketten in diesen Publikationen mehrheitlich nicht epidemiologisch 
aufgearbeitet, sondern nur gemutmaßt. Lediglich Adam et al. 2014 und Eisenberg et al. 2017 
untersuchten zusätzlich die beteiligten Tiere und konnten somit die Infektionsquellen 
identifizieren. Auch die als Lebensmittel-assoziiert eingeteilten Fälle basieren nur auf 
Spekulationen der Autoren. Die Einteilung erfolgte, wenn dieser Weg explizit erwähnt wurde. 
Eine Einteilung in „indirekten Rattenkontakt“ erfolgte, wenn die Patienten zwar Ratten als 
Schädlinge in ihrer Umgebung angaben, jedoch niemals körperlichen Kontakt zu diesen 
hatten und die Autoren eine orale Infektion nicht explizit erwähnten. Naturgemäß ist jedoch 
die strikte Abgrenzung zwischen diesen beiden Infektionswegen nicht möglich. 
Die Mehrheit der Fälle steht im Zusammenhang mit einem direkten Kontakt zu Ratten und 
hier vor allem mit Ratten aus Privathaltung (Marmolin et al. 2017, Suzuki et al. 2017, 
Eisenberg et al. 2017, Miraflor et al. 2015, Adam et al. 2014, Brown et al. 2015, Budair et al. 
2014, Flannery et al. 2013). Kinder und Jugendliche scheinen einem besonderen Risiko zu 
unterliegen (Marmolin et al. 2017, Wegner et al. 2017, Miraflor et al. 2015, Brown et al. 2015, 
Flannery et al. 2013), wahrscheinlich aufgrund ihres häufig engen körperlichen Kontaktes zu 
ihren Haustieren. Die Fälle über indirekten Tierkontakt standen vor allem in Verbindung mit 
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Tabelle 1: Postulierte Übertragungswege und Vorkommen nachgewiesener 
zoonotischer Streptobacillus moniliformis-Infektionen der letzten 5 Jahre. 
Postulierte Übertragungswege Ort Anzahl erkrankter Personen Publikation 




























Marmolin et al. 2017 
Suzuki et al. 2017 
Hammer et al. 2017 
Wegner et al. 2017 
Hayakawa et al. 2017 
Eisenberg et al. 2017 
Ioffe et al. 2016 
Miraflor et al. 2015 
Brown et al. 2015 
Adam et al. 2014 
Budair et al. 2014 
Madhubashini et al. 2013 
Flannery et al. 2013 










Kawakami et al. 2016 
Okamori et al. 2015 
Regnath et al. 2015 
Crews et al. 2014 






Kasuga et al. 2018 
Nei et al. 2015 
Fenn et al. 2014 
 
2.1.5 Klinik und Pathologie der Streptobacillus moniliformis-Infektion bei Nagetieren 
Ratten sind in der Regel asymptomatische Träger dieses Schleimhautkommensalen 
(Wullenweber 1995, Elliott 2007). Dennoch existieren Berichte über Ratten, die durch 
Abszesse (Rohde et al. 2008) oder Otitis media (Wullenweber 1992) auffielen. Des Weiteren 
haben Gastraa et al. (2009) zahlreiche Fälle zusammengetragen, in denen über 
Heimtierratten berichtet wird, die in ungewöhnlicher Weise im Laufe der Streptobazillen-
Infektion ihrer Besitzer plötzlich selber schwer erkrankten oder verstarben (Rygg und Bruun 
1992, Prager und Frenck 1994, Ojukwu und Christy 2002, Andre et al. 2005, Clarke et al. 
2005; Donker et al. 2005, Freels and Elliott 2004). Gastraa et al. (2009) vermuten zwar einen 
Zusammenhang der Todesursache mit der plötzlichen Bissigkeit der Ratten, schließen eine 
Beteiligung von S. moniliformis am Tod der Tiere aber weitestgehend aus.  
In Mäusen sind Erkrankungen mausstammabhängig (Wullenweber et al. 1990 und 1995). 
Eine Übersicht über die Empfänglichkeit verschiedener Mauslinien ist Tabelle 2 zu 
entnehmen. Während BALB/c-Mäuse, ähnlich wie Ratten, in der Regel keine Symptome 
entwickeln (Wullenweber et al. 1990), verläuft die Infektion in anderen Linien zum Teil fatal 
(Wullenweber et al. 1990, Glastonbury et al. 1996). Die Tiere zeigen ein deutlich gestörtes 
Allgemeinbefinden und teilweise Konjunktivitiden (Sawicki et al. 1962, Greenwood und 
Harvey 2006). Häufig werden Umfangsvermehrungen vor allem im Bereich der zervikalen 
Lymphknoten (Gaastra et al. 2009) und Lahmheit in Verbindung mit geschwollenen 
Gelenken (Hopkinson und Lloyd 1981, Gastraa et al. 2009) wahrgenommen. Gelegentlich 
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treten Durchfall (Greenwood und Harvey 2006, Gastraa et al. 2009, Barthold et al. 2016), 
Hämoglobinurie (Greenwood und Harvey 2006, Barthold et al. 2016) und Zyanosen aufgrund 
von Dyspnoen (Barthold et al. 2016) auf. Hautinfektionen mit Krustenbildung, hauptsächlich 
im Bereich der Mamma (Glastonbury et al. 1996), und intrauterine Infektionen mit Resorption 
bzw. Abort der Feten sind beschrieben (Sawicki et al. 1962). Diese Symptome gehen einher 
mit schweren pathologischen Veränderungen. Eitrig-nekrotisierende Lymphadenitiden der 
zervikalen Lymphknoten, aber auch anderer Körperlymphknoten werden häufig vorgefunden 
(Freundt et al. 1956b, Wullenweber 1995, Elliott 2007, Barthold et al. 2016). Innere Organe 
wie Leber, Milz und Nieren zeigen disseminierte, nekrotisierende Foci (Glastonbury et al. 
1996, Elliott 2007, Barthold et al. 2016). Die Milz ist oft deutlich vergrößert (Sawicki et al. 
1962). Mäuse, die die akute, septikämische Phase (Elliott 2007) überleben, können 
Polyarthritiden (Savage et al. 1972, Wullenweber 1995, Boot et al. 2002), Osteomyelitiden 
(Lerner und Silverstein 1957, Barthold et al. 2016) sowie subkutane Abszesse (Glastonbury 
et al. 1996, Barthold et al. 2016) entwickeln. 
 
Tabelle 2: Empfänglichkeit unterschiedlicher Mauslinien für S. moniliformis-




Wichtigste beschriebene klinische 
und pathologische Veränderungen 
Referenz 
BALB/c resistent keine Wullenweber et al. 1990 
B6D2F1 
(C57BL/6 x DBA/2) 
resistent keine Wullenweber et al. 1990 
CB6F1 
(BALB/c x C57BL/6) 
resistent keine Wullenweber et al. 1990 
C3H/He resistent keine Boot et al. 2002 
DBA/2 intermediär bis resistent keine Boot et al. 2002 
C57BL/6 sensibel Lymphadenitis, Arthritis, Tod Wullenweber et al. 1990, 
Glastonbury et al. 1996 
Swiss White Mice sensibel Septikämie, Polyarthritis, eitrige 
Dermatitis, eitrige Nephritis, Tod 
Glastonbury et al. 1996 
CD1 nicht bekannt nicht bekannt - 
 
2.1.6 Klinik und Pathologie der Streptobacillus moniliformis-Infektion in Menschen 
und anderen Nebenwirten 
In anderen Tierarten (Ditchfield et al. 1961, Yamamoto et al. 1966, Russel und Straube 1979, 
Glünder et al. 1982, Gourlay et al. 1982, Das 1986, Valverde et al. 2002) sowie beim 
Menschen (Lambe et al. 1973, Rumley et al. 1987, Shanson et al. 2010, Joshi et al. 2010, 
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Woo et al. 2014) können ganz ähnliche Symptome und Veränderungen wie bei Nagetieren 
beobachtet werden. Im Gegensatz zu Mäusen ist vor allem beim Menschen immer wieder 
von Pneumonien die Rede (McHugh et al. 1985, Sens et al. 1989, Delannoy et al. 1991, 
Mackey et al. 2014). Obwohl auch Mäuse z. T. mit Zyanosen und Dyspnoe auffallen, konnte 
pathologisch bisher keine Pneumonie bestätigt werden. Die Berichte einer Katze mit eitrig-
nekrotisierender (Eisenberg et al. 2014) und eines Meerschweins mit granulomatöser 
Pneumonie (Kirchner et al. 1992) legen nahe, dass Pneumonien in anderen Tierarten nicht 
ungewöhnlich sind. 
 
Unabhängig von der Infektionsquelle entwickeln Menschen bei weniger schweren Verläufen 
der Streptobazillose Fieber (Shanson et al. 1983, Elliott 2007) und Kopfschmerzen (Shanson 
et al. 1983, Joshi et al. 2010, Woo et al. 2014) bis hin zu Übelkeit und Erbrechen (Lambe et 
al. 1973, Shanson et al. 1983, Joshi et al. 2010). Typische makupapuläre Erytheme treten 
vor allem im Bereich der Bisswunden auf, können sich aber auch ausweiten (Elliott 2007, 
Gaastra et al. 2009, Mackey et al. 2014). Bei lebensmittelassoziierten Fällen, wie dem 
Haverhill-Ausbruch, zeigen sich ebenfalls diese Hautveränderungen, hier vor allem an 
Händen und Füßen (Place und Sutton 1934, Shanson et al. 1983). Erkrankte klagen z. T. 
über Neural-, Myal- und Athralgien bzw. generalisierte Schmerzen (Lambe et al. 1973, 
Shanson et al. 1983, Wullenweber 1995, Elliott 2007, Gaastra et al. 2009, Joshi et al. 2010). 
In schwereren Fällen treten eitrige Arthritiden bzw. Polyarthritiden, v.a. der Ellenbogen-, Hüft, 
Knie- und Sprunggelenke auf (McHugh et al. 1985, Rumley et al. 1987, Holroyd et al. 1988, 
Wang und Wong 2007, Woo et al. 2014). Ernsthafte Folgen, wie Septikämien, Endo- und 
Myokarditiden, Hepatitiden und Meningitiden sowie schwere Pneumonien (Shanson et al. 
1983, McHugh et al. 1985, Sens et al. 1989, Delannoy et al. 1991, Elliott et al. 2007, Gastraa 
et al. 2009, Mackey et al. 2014, Bauerfeind et al. 2016) verschlechtern die Prognose 
drastisch. So sind auch tödlich verlaufende Fälle des Rattenbissfiebers beschrieben 
(McHugh et al. 1985, Sens et al. 1989, Delannoy et al. 1991, Adam et al. 2014).5 
 
2.1.7 Pathogenese und Virulenzfaktoren 
Eisenberg et al. (2016a) behandeln mehrere mutmaßliche Virulenzfaktoren bzw. 
Virulenzmechanismen in einem Review. Diese wurden jedoch bisher noch nicht im Sinne der 
molekularen Koch’schen Postulate zum Nachweis von Virulenzfaktoren (Nachweis einer 
reduzierten Virulenz nach Ausschalten des Gens) überprüft.  
Einige Streptobacillus-Stämme (Wullenweber 1995, Ditchfield et al. 1961, Eisenberg et al. 
2014, Eisenberg et al. 2015b) verfügen über eine β-hämolytische Aktivität, wobei der 
                                                          
5 Anmerkung: Eine weitere Form des Rattenbiss-Fiebers, die sogenannte „Sodoku“-Erkrankung des Menschen 
mit identischer Symptomatik muss von der Streptobazillose abgegrenzt werden, da es sich bei dem 
auslösenden Agens um Spirillium minus handelt (Eisenberg et al. 2016a). 
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verantwortliche Faktor nicht identifiziert ist. Da jedoch andere nicht-hämolytische Stämme 
ebenso pathogen sind und z.T. fatale Infektionen verursachen, ist die Hämolyse kein Maß für 
Virulenz (Eisenberg et al. 2016a). Streptobazillen bilden ferner wachstumsunabhängig hohe 
Mengen an DNAse (Hofmann 1994). Weiterhin werden Lipopolysaccharide (Wullenweber et 
al. 1992) und Adhäsine postuliert. Letztere können selbst Erythrozyten aus Nicht-
Wirtsspezies agglutinieren (Hofmann 1994, Eisenberg et al. 2015c). Erst kürzlich wurde ein 
ABC-Transporter von Oiki et al. (2017) identifiziert. Über diesen potentiellen Virulenzfaktor ist 
S. moniliformis in der Lage, Glycosaminoglykane der extrazellulären Wirtsmatrix für den 
eigenen Stoffwechsel zu nutzten.  
Die Pathogenese dieses Erregers liegt bisher weitestgehend im Dunkeln. Es ist bekannt, 
dass Ratten in der Regel asymptomatische Träger sind (Wullenweber 1995, Elliott 2007). 
Mäuse können dagegen stammabhängig schwer erkranken (siehe Tabelle 2). Diese 
unterschiedlichen Empfänglichkeiten basieren auf bisher noch nicht identifizierten Wirts-
Faktoren (Eisenberg et al. 2016a). Bekanntermaßen unterscheiden sich die genannten 
Mauslinien z.T. stark in ihrer physiologischen Immunantwort (Trunova et al. 2011). Liu et al. 
(2002) beschreiben eine fulminante IL-12-Ausschüttung nach TLR-2-Agonisten-Stimulation 
auf der Oberfläche von Listeria monocytogenes in C57BL/6, jedoch nicht in BALB/c. Dieser 
Mechanismus könnte auch bei S. moniliformis ursächlich für die deutlich schwerere 
Entzündungsreaktion nach TLR-vermittelter Streptobacillus-Erkennung (Irvine und Wills 
2006) in C57BL/6 sein. In diesem Zusammenhang ist es auch interessant, welche Rolle die 
T-Helfer-Zellantworten in der Pathogenese spielen. Diese wurden vor dieser Arbeit noch 
nicht näher untersucht. 
Neutrophile Granulozyten sind die Hauptzellpopulation in Entzündungsherden veränderter 
Organe und spielen daher vermutlich eine Schlüsselrolle in der Erreger-Wirt-Interaktion 
(Eisenberg et al., 2016a). Savage et al. (1972) beobachteten zudem, dass Streptobazillen in 
der Lage sind, Mausmakrophagen nach der Phagozytose abzutöten. 
 
2.1.8 Prävalenz in Nagern 
Streptobacillus spp.-Infektionen werden sowohl in Labortierbeständen als auch in Haustieren 
nur selten nachgewiesen (Gastraa et al. 2009). Es ist jedoch nicht auszuschließen, dass 
einige Infektionen aufrund der anspruchsvollen Diagnostik unerkannt bleiben.  
Die Situation in Nagern stellen Pritchett-Corning et al. (2009) dar. Sie konnten weder in den 
von Ihnen untersuchten Laborratten, noch in Labormäusen kulturell S. moniliformis 
nachweisen. Im Gegensatz dazu konnte Wullenweber (1995) zahlreiche Streptobacillus-
Nachweise in Laborratten, -mäusen und -meerschweinen aus den Jahren 1932-1992 von 
unterschiedlichsten Autoren zusammentragen. Dies beweist eindrucksvoll, wie positiv sich 
deutlich verbesserte Hygienemaßnahmen und Monitoring-Programme auf das Vorkommen 
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von Pathogenen in Laborbeständen auswirken. Diese Maßnahmen und Programme finden 
dagegen in Zoohandlung und zuliefernden Zuchtanlagen für Heimtiere keine vergleichbare 
Anwendung. So wird davon ausgegangen, dass weltweit 10-100% aller Ratten aus 
Zoohandlungen Träger sind (Elliott 2007).  
Ratten erfreuen sich als Haustiere in Deutschland immer größerer Beliebtheit. So berichtet 
Matzenauer vom Hamburger Abendblatt von 2,2 Ratten pro Haushalt im Jahr 2012.  
Problematisch in diesem Zusammenhang ist die mangelnde Aufklärung über die Gefahren, 
die von Heimtierratten besonders für Kinder ausgehen können. Dieser Mangel war Inhalt 
eines letztjährigen Rechtsstreites in den USA. Nachdem im Jahr 2014 ein Junge aus San 
Diego County an einer Streptobazillose nach Biss seiner Hausratte verstorben war, 
verklagten die Eltern den Zoohandel (Littlefield, Los Angeles Times 2017). Dieser soll die 
Ratte verkauft haben, ohne explizit auf die Gefahren hingewiesen zu haben. In diesem Fall 
wurde der Zoofachhandel vom Vorwurf der Fahrlässigkeit freigesprochen. 
Neben Heimtier-Ratten stellen wildlebende Ratten das größte Reservoir dar. Die Prävalenz 
soll sogar bei 50-100% (Elliot 2007) liegen. In Japan konnten in einer Studie (Kimura et al. 
2008) bei 92% der untersuchten wildlebenden Wanderratten (Rattus norwegicus) und in 58% 
der Hausratten (Rattus rattus) Streptobazillen nachgewiesen werden. Genaue und aktuellere 
Zahlen sind aus Europa nicht bekannt.  
 
2.1.9 Sanierung infizierter Streptobacillus moniliformis infizierter Nagetierbestände 
und Prävention 
Die Bestandssanierung kann auf verschiedenen Wegen geschehen. Die vollständige 
Eradikation aller infizierten Tiere bzw. besser des gesamten Bestandes mit anschließender 
gründlicher Reinigung und Desinfektion aller Räume, Einrichtungsgegenstände und 
Werkzeuge sowie dem folgenden Wiederaufbau ist die sicherste Methode. Jedoch ist diese 
Maßnahme vor allem für wertvolle genetisch veränderte Linien mit erheblichen Kosten 
verbunden und ethisch schwer zu vertreten.  
Prinzipiell besteht die Möglichkeit zum Erhalt des Genpools eines betroffenen Bestandes 
über die Rederivation. Dies ist mittels Hysterektomie und Embryonentransfer möglich. Auf 
der Homepage des Norwegischen 3R-Zentrums beschreiben Needham et al. (2016) die 
Sanierung des Bestandes mittels Hysterektomie wie folgt. Es werden Muttertiere der 
wertvollen und infizierten Linien kurz vor dem erwarteten Geburtstermin mechanisch getötet 
(z.B. durch zervikale Dislokation) und der gravide Uterus entnommen. Dieser wird gründlich 
desinfiziert und die Neugeborenen anschließend entwickelt. Eine Ammen-Maus mit 
bekanntem Infektionsstatus zieht die Jungtiere auf. Das Vorgehen für den 
Embryonentransfer ist auf der Homepage von Janvier Laboratories (2018) zu finden. Von 
tragenden Müttern werden Embryonen entnommen und gründlich desinfiziert. Die 
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Embryonen werden dann in hormonsubstituierte, scheinträchtige Weibchen verpflanzt und 
von diesen ausgetragen und aufgezogen. 
Beides wird auf der Homepage von Charles River für S. moniliformis empfohlen (2009). Da 
jedoch Streptobazillen bereits in uteri übertragen werden können (Sawicki et al. 1962), 
erscheint zumindest die Hysterektomie als sehr unsichere Methode. 
Für S. moniliformis liegen keine Berichte über eine erfolgreiche Bestandssanierung6 mittels 
antibiotischer Therapie vor, obwohl dieser Keim, frühzeitig erkannt, im Menschen antibiotisch 
gut beherrschbar ist, wie zahlreiche Veröffentlichungen über Behandlungen im Menschen mit 
Präparat –und Dosierungsempfehlungen zeigen. Edwards und Finch überprüften bereits 
1986 eingehend die Empfindlichkeiten verschiedener Stämme gegenüber diverser 
Wirkstoffklassen und stellten eine gute Wirksamkeit von Penicillin und Tetracyclin in vitro 
fest. Ebenfalls konnten sie keine β-Lactamaseaktivität nachweisen. Über die Jahre 
bestätigten verschiedenste Autoren diese Beobachtungen (Shanson et al. 1983, 
Wullenweber 1995, Graves und Janda 2001, Wang und Wong 2007, Elliot 2007, Dubois et 
al. 2008, Mackey et al. 2014, Woo et al. 2014, Eisenberg et al. 2016a).  
 
Sowohl die pathologischen Veränderungen in empfänglichen Mauslinien, als auch das 
zoonotische Potential sind wesentliche Gründe für Bestandssanierungen und umfangreiche 
Propyhlaxemaßnahmen. Inzwischen gelten die meisten Labornagetierbestände als frei und 
es werden Maßnahmen implementiert, um diesen Erreger aus diesen Einrichtungen weiter 
fernzuhalten (Präventionsmaßnahmen). Tiere, die frisch in einen Bestand kommen, sollten 
abhängig von der Haltungsform zunächst Quarantänemaßnahmen unterzogen werden. Regh 
und Toth (1998) empfehlen hierfür zum Beispiel 21 Tage für Tiere aus anerkannten 
Zuchtanlagen mit bekanntem Hygienestatus und 28-56 Tage für nicht anerkannte 
Einrichtungen. Ferner kann die oben bereits beschriebene Rederivation zur Eingliederung 
von Pathogen-freien Tieren Anwendung finden. Zur Früherkennung und Verhinderung einer 
Verschleppung von Infektionen zwischen verschiedenen Einheiten einer Anlage ist die 
regelmäßige Gesundheitsüberwachung der Tiere von essentieller Bedeutung (Mähler et al. 
2014). Grundsätzlich ist zur Vermeidung von Kontaminationen zwischen Tiereinheiten auf 
eine gründliche Reinigung und Desinfektion sowohl der beschäftigten Personen, als auch 
verwendeter Materialien und Gegenstände zu achten. 
 
Berichte über Immunisierungsversuche als Präventionsmaßnahme, wie im Folgenden bei 
Rodentibacter beschrieben, existieren bisher nicht. 
                                                          
6 Wullenweber et al. 1990 berichten über einen misslungenen Behandlungsversuch in einer Tierversuchs-
einrichtung. Michel et al. (2018) beobachteten Monate nach der scheinbar erfolgreichen antibiotischen 
Sanierung eines Zoorattenbestandes erneute schwere Erkrankungen der verbliebenen Tiere. 
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2.2 Rodentibacter (R.) pneumotropicus und heylii (Pasteurella (P.) pneumotropica 
Biotyp Jawetz und Heyl) 
 
2.2.1 Allgemeine Charakteristika 
Rodentibacter (R.) pneumotropicus und R. heylii (früher Pasteurella (P.) pneumotropica mit 
den Biotypen Jawetz und Heyl) aus der Familie der Pasteurellaceae, sind gramnegative, 
unbewegliche, sporenlose, bekapselte Kurzstäbchen. Die Anzucht gelingt auf bluthaltigen 
Nährböden (z.B. COB) oder in Herz-Hirn-Bouillon (BHI) unter aeroben oder mikroaerophilen 
(5 % -CO2 Atmosphäre) Bedingungen bei 37 °C nach 24 h (Selbitz et al. 2015). Auf festen 
Nährböden zeigen sich 3-5 mm große, glattrandig, meist glänzende, runde, konvexe 
Kolonien von grau-weißer oder gelber Farbe (Hayashimoto et al. 2005; siehe Anhang, 
Abb.3). Frühere Untersuchungen von Boot et al. (1994) sowie Bootz et al. (1998) zeigten, 
dass biochemische Charakteristika innerhalb der früher als Spezies bezeichneten Gruppe P. 
pneumotropica nicht immer einheitlich waren. Eine eindeutige Diagnose „P. pneumotropica“ 
war trotzdem möglich, jedoch in einigen Fällen erschwert. Eine Zuordnung zu bestimmten 
Biotypen anhand biochemischer Merkmale war ebenso durchführbar (Adhikary et al. 2017b).  
 
2.2.2 Ursprüngliche Einteilung in Biotypen und Reklassifikation zu Rodentibacter spp. 
Die Spezies Pasteurella pneumotropica wurde, wie bereits angedeutet, ursprünglich in 
verschiedene Biotypen eingeteilt. Die bei Labormäusen am häufigsten nachgewiesenen 
Biotypen waren Jawetz und Heyl, wohingegen unter 10% der Isolate anderen Biotypen 
zugeordnet werden konnten (Boot et al. 1994, Hedrich 2012, Nicklas 2015). Makroskopisch 
unterschieden sich diese häufigsten Biotypen in ihrer Koloniefarbe (Hayashimoto et al. 
2005), wobei Jawetz grau-weiß beschrieben wurde, im Gegensatz zur gelben Koloniefarbe 
der Heyl-Stämme. In anderen morphologischen Merkmalen waren die Typen fast identisch. 
Genetisch existierten jedoch deutliche Unterschiede zwischen den Biotypen. So haben 
Sasaki et al. (2016) in einer Studie die Verteilung potentieller Virulenzfaktoren zwischen den 
ursprünglichen Biotypen untersucht und stießen auf Unterschiede, die vermutlich auch mit 
unterschiedlichen Wirtsspezies in Zusammenhang standen. Adhikary et al. (2017b) 
beobachteten so gravierende genetische Unterschiede, dass sie es für nötig erachteten, die 
verschiedenen Stämme bzw. Biotypen von P. pneumotropica neu zu klassifizieren. P. 
pneumotropica wird demnach nun dem Genus Rodentibacter zugeordnet und der ehemalige 
Biotyp Jawetz als eigene Spezies Rodentibacter pneumotropicus und der Biotyp Heyl als 
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2.2.3 Differenzierung von Rodentibacter spp.  
Der Goldstandard für die Rodentibacter-Diagnostik ist der kulturelle Nachweis aus 
verändertem Gewebe sowie typischen Lokalisationen der Kolonisierung (Naso- und 
Oropharynx, Vagina, Darm und gelegentlich Konjunktiven) mit anschließender 
Differenzierung verdächtiger Kolonien (Scharmann und Heller 2001, Hedrich 2012, Barthold 
et al. 2016). Hierfür bietet sich, wie oben erwähnt, eingeschränkt die biochemische 
Differenzierung an. Weiterhin sind unterschiedliche PCR-Protokolle zur Identifikation von 
Pasteurella pneumotropica publiziert: Hayashimoto et al. (2007) beschreiben den Nachweis 
des gyrB-Gens mit anschließender restriction fragment length polymorphism (RFLP)-Analyse 
aus Isolaten. Dole et al. (2010) weisen das rpoB- und 16S rRNA-Gen in Kulturen nach und 
Benga et al. (2013) das Gen für die 16S-23S rRNA. Mit letzterem Protokoll gelingt zudem die 
Unterscheidung der früheren Bioware Jawetz und Heyl. Bootz et al. (1998) beschreiben eine 
PCR direkt aus verändertem Gewebe ohne vorherige Kultivierung der Keime über die 
Amplifikation des rpoB- und 16S rRNA-Gens.  
Protokolle zur Differenzierung der neu klassifizierten Rodentibacter-Spezies existieren bisher 
nicht.  
 
2.2.4 Serologische Methoden zum indirekten Nachweis einer Rodentibacter-
Infektionen 
Aufgrund der häufig subklinischen Infektion eignet sich der indirekte Nachweis besonders gut 
für die Detektion der Erreger in Labortieren. Bisher wurden zahlreiche enzyme linked 
immunosorbent assay (ELISA)-Protokolle zum Nachweis von Antikörpern veröffentlicht 
(Manning et al. 1989, Boot et al. 1995, Boot et al. 2006 u.a.). Auf diesen Veröffentlichungen 
basieren diverse kommerzielle IgG/IgM-ELISA-Kits.  
 
2.2.5 Übertragung 
Hauptwirt von Rodentibacter spp. sind Nagetiere. Die Übertragung erfolgt über den direkten 
Kontakt der Tiere untereinander oder über deren Sekrete (Nakagawa et al. 1981, Hedrich 
2012). Auch die intrauterine Übertragung auf Feten ist beschrieben (Ward et al. 1978, Towne 
et al. 2014).  
Die indirekte Übertragung über unbelebte Vektoren wurde gemutmaßt und dient als 
Grundlage für die Verwendung von Einstreu-Sentinels für die Gesundheitsüberwachung in 
Labortierbeständen. Dies beruht auf der Annahme, dass Erreger über benutzte Einstreu 
infizierter Tiere ohne direkten Kontakt auf die Sentinels übertragen wird. Dies ist jedoch im 
Fall von Rodentibacter spp. äußerst zweifelhaft, wie Ergebnisse von Scharmann et al. (2001) 
und Benga et al. (2016) zeigen. Beide konnten kein Überleben auf Einstreu und 
Einrichtungsgegenständen über einen längeren Zeitraum nachweisen. In beiden 
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Publikationen wird daher die Verwendung von Späne-Sentinels für die Diagnostik von 
Rodentibacter pneumotropicus und R. heylii Infektionen als nicht zielführend herausgestellt.  
Serre et al. (2004) untersuchten die Arbeitshypothese, dass kontaminiertes Wasser als 
Infektionsquelle in Frage kommen könnte, wie es bei anderen Infektionserregern der Maus, 
wie Streptobacillus moniliformis, der Fall ist. Dies konnten sie jedoch widerlegen.  
Eine Studie von Stojek und Dutkiewicz aus dem Jahr 2004, in der P. pneumotropica in 
Zecken nachgewiesen wurde, spricht außerdem für eine mögliche Übertragung durch 
Parasiten.    
 
Obwohl P. pneumotropica grundsätzlich nicht als Zoonoseerreger beschrieben wird, sind in 
einzelnen Fällen Menschen an einer Infektion erkrankt: Quellen für diese Infektionen waren 
in der Regel Bisse. Es existieren bestätigte Berichte von Infektionen nach Biss oder Kratzen 
durch Tiere, wie Hunde und Katzen (Olson et al. 1969, Gadberry et al. 1984, Mansoor et al. 
1992, Frebourg et al. 2002). In einem bekannt gewordenen Fall erfolgte die Infektion eines 
Jungen sogar über seinen intraperitoneal fixierten Dialyseschlauch, nachdem sein Hamster 
dieses angebissen hatte (Campos et al. 2000). Eine Übertragung von Mensch zu Mensch 
wurde bisher nicht berichtet. Die Vermutung liegt nahe, dass sich Hunde und Katzen als 
Prädatoren direkt an ihrer Beute infizieren, Untersuchungen existieren dazu jedoch nicht.  
 
2.2.6 Klinik und Pathologien einer Rodentibacter-Infektion in Nagern 
Infektionen in immunkompetenten Tieren verlaufen in der Regel asymptomatisch (Moore et 
al. 1978, Kawamoto et al. 2012, Towne et al. 2014), sodass es zur vollständigen 
Durchseuchung des ganzen Bestandes kommen kann, ohne dass Veränderungen auffallen. 
Problematische Infektionsverläufe treten auf, wenn immunsupprimierte oder defiziente Tiere 
betroffen sind.  
Die Tiere fallen in der Regel durch ein reduziertes Allgemeinbefinden sowie gelegentlich 
Tachy- und Dyspnoe auf (Kawamoto et al. 2011, Hedrich 2012, Barthold et al. 2016). In 
vielen Fällen werden Manifestationen im Bereich der Augen beobachtet. Beschrieben sind 
Dakryoadenitiden (v.a. der Harderschen Drüsen), die Bildung retroorbitaler Abszesse und 
Konjuntivitiden bis hin zu Panopthalmitiden (Wagner et al. 1969, Dickie et al. 1996, Artwohl 
et al. 2000, Towne et al. 2014, Adhikary et al. 2017a). Häufig werden hierbei vor allem 
athymische Nacktmäuse erwähnt (Moore et al. 1978, Kawamoto et al. 2012). Weiterhin 
berichten Autoren von Myopathien (Dickie et al. 1996), eitrig-nekrotisierenden Entzündungen 
der Nase (Hedrich 2012, Barthold et al. 2016), des Innen-, Mittel und Außenohrs (McGinn et 
al. 1992), der Haut bzw. Unterhaut und ihrer Adnexen, wie der Milchdrüse (Baker 1998, 
Adhikary et al. 2017a), des Uterus (Ward et al. 1978) sowie der Präputial- (Moore et al. 
1978) und Bulbourehtraldrüsen (Sebesteny 1973). Entzündungen des weiblichen 
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Genitaltraktes gehen dabei in der Regel mit Fruchtbarkeitsstörungen und Aborten einher 
(Ward et al. 1978). Fatale Pneumonien z.T. mit massiver Abszessbildung wurden ebenfalls 
nach natürlicher (Towne et al. 2014) und experimenteller Infektion (Kawamoto et al. 2012) in 
Knock-out-Mäusen oder im Zuge von Koinfektionen mit Mykoplasmen (Brennan et al. 1969), 
Sendai- (Jakab et al. 1973) und Corona-Viren (Ami et al. 2008) oder Pneumocystis spp. 
(Macy et al. 2000, Ueno et al. 2002) beobachtet. Über histologisch nachgewiesene 
Pneumonien in immunkompetenten Tieren ist in der Fachliteratur bisher nichts zu finden.  
 
In Tabelle 3 sind exemplarisch pathologische Manifestationen in Mäusen mit Rodentibacter 
spp.- (Pasteurella pneumotropica) Infektionen der letzten Jahre zusammengetragen. 
Berücksichtigt wurden nur Fallberichte seit dem Jahr 2000, die Angaben zu klinischen 
Symptomen und/oder der Pathologie enthielten und dabei einen eindeutigen 
Zusammenhang zwischen Pasteurellen-Infektion und pathologischen Veränderungen 
herstellen konnten (Isolation der Erreger direkt aus den Läsionen).  
Die Daten zeigen, dass die häufigsten pathologischen Veränderungen im Bereich der Augen 
und der Haut auftraten. Pneumonien fanden sich nur in immunsupprimierten Tieren. 
 
Tabelle 3: Pathologische Manifestationen von Pasteurella pneumotropica Infektionen 
bei natürlich infizierten Nagetieren (ausgewählte Publikationen) 
Mauslinien Klinik und Pathologie Beteiligte Erreger Ort Referenz 
TRP1/TCR vermindertes Allgemeinbefinden, 
Pruritus, Alopezie, ulzerative 
Dermatitis, Exophtalmus, Retro- und 
Periorbitale Abszesse, eitrige bis 
eitrig-nekrotisierende Entzündungen 
in diversen Lokalisationen und der 
Haut 




USA Nashat et al. 
2017 
NMR1, C57BL/6, 
BALB/c, DBA2, C3H/He, 
NMR1-Foxn1nu, 
B6Cg-Foxn1nu  










Alopezie, Tachypnoe, Dyspnoe, Tod, 




USA Towne et al. 
2014 








Pneumonie P. pneumotropica, 
Pneumocystis carinii 
Japan Ueno et al. 
2002 
STOCK-Cd28(tm1Mak) orbitale Abszesse P. pneumotropica 
Biotyp Heyl 
USA Artwohl et al. 
2000 




USA Macy et al. 
2000 
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Patten et al. (2010) untersuchten den Einfluss einer Pasteurella pneumotropica-Infektion auf 
die Transkription verschiedener zytokinkodierender Gene in Mäusen nach experimenteller 
Infektion. Sie beobachteten, dass schon eine Kolonisation zu moderaten, statistisch 
signifikanten Veränderungen in der Entzündungskaskade führt und so erheblichen Einfluss 
auf Experimente haben kann. So ist die genaue Kenntnis des P. pneumotropica-
Infektionsstatus der verwendeten Tiere in immunologischen Studien von besonderer 
Bedeutung.  
 
2.2.7 Pathogenese und Virulenzfaktoren  
Bakterien der Gattung Rodentibacter kolonisieren die Schleimhäute des Respirations-, 
Genital- und Darmtraktes sowie gelegentlich die Konjunktiven von Nagern (Mikazuki et al. 
1994, Scharmann und Heller 2001, Hedrich 2012 S. 491, Barthold et al. 2016). Gelegentlich 
kommt es auch zur Kolonisation der Schleimhäute der Prädatoren, wie Hunden und Katzen 
(Olson et al. 1969, Gadberry et al. 1984). Als opportunistische Erreger verursachen sie in der 
Regel in immunkompetenten Tieren keine Infektion. Jedoch stellen sie eine nicht 
unerhebliche Gefahr für immunsupprimierte und immundefiziente Tiere dar, z.B. 
nachweislich beim Fehlen wichtiger Proteine zur Kontrolle der Wirtsabwehr über die 
Regulation von Makrophagen und T-Zellen, wie MHCII, TLR4 und Nramp1 (Chapes et al. 
2001, Hart et al. 2003). Bei Prädisposition der Lunge durch vorausgegangene Infektionen, 
z.B. durch Mykoplasmen (Brennan et al. 1969) oder pneumotrope Viren, wie dem Sendai- 
(Jakab et al. 1973) oder Corona-Virus (Ami et al. 2008) kann es zu schweren Verläufen und 
Ausbrüchen von R. pneumotropicus assoziierten Pneumonien kommen. Macy et al. (2000) 
beschreiben zudem schwere Verlaufsformen nach Koinfektionen mit dem Zoonoseerreger 
Pneumocystis carinii in B-Zell defizienten Mäusen. 
Bemerkenswert ist, dass auch in Einzelfällen Infektionen des Menschen durch P. 
pneumotropica nachgewiesen werden konnten. Vor allem bei Menschen mit 
Immunsuppression (Olson et al. 1969, Gadberry et al. 1984, Sager et al. 2015), aber auch in 
einem Fall bei einer immunkompetenten älteren Frau (Frebourg et al. 2002). Sahagú N-Ruiz 
et al. (2014) führten diese Beobachtung auf die Fähigkeit des Pathogens zurück, dem 
humanen Komplementsystem zu entgehen. Verantwortliche Faktoren konnten jedoch nicht 
identifiziert werden.  
Wie es zur Kolonisation, Invasion und anschließenden Etablierung der Infektion in 
Nagetieren kommt, ist ebenfalls bisher weitestgehend unbekannt. Sager et al. (2015) 
studierten vergleichend die Fähigkeit der Biofilmbildung und deren Zusammensetzung von P. 
pneumotropica Biovar Heyl und Jawetz (nach aktueller Nomenklatur R. heylii bzw. R. 
pneumotropicus) sowie des apathogenen Bakteriums Actinobacillus muris (nach neuer 
Nomenklatur Muribacter muris). Wie sich zeigte, waren alle Stämme beider Biotypen in der 
L i t e r a t u r  | 19 
 
Lage, sich in Biofilmen zu formieren, jedoch nicht die A. muris-Stämme. Die Biofilmbildung ist 
daher nach den Autoren ein putatives Virulenzmerkmal. Der Mechanismus, wie es zur 
Biofilmbildung kommt, wurde nicht aufgeklärt, jedoch wurden einzelne Biofilmbestandteile 
identifiziert. Die Einbettung in Biofilme ist zudem eine mögliche Erklärung für Schwierigkeiten 
bei der Sanierung von infizierten Beständen.  
 
In den letzten Jahren wurden verschiedene Faktoren beschrieben, die mit der Virulenz von 
R. pneumotropicus und R. heylii in Verbindung gebracht werden. Ihre genaue Funktion und 
Interaktion im Wirt wurde in den meisten Fällen jedoch noch nicht aufgeklärt. So 
identifizierten Sasaki et al. (2009 und 2011) drei RTX- (repeats in toxin) Toxine: PnxI, PnxII 
und PnxIII. Für die sekretierten PnxI und II- Toxine konnte eine zytotoxische Wirkung auf 
Erythrozyten in vitro nachgewiesen werden. Es bestehen zwischen den Stämmen 
Unterschiede bezüglich der Ausstattung mit Hämolysin-like Proteinen, sodass dies die 
unterschiedlich starken Hämolysen der Stämme erklären könnte. Es tragen nicht alle 
Stämme Toxine und die Verteilung scheint auch stark von der Wirtsspezies abhängig zu 
sein. Für das membranständige PnxIII konnte in in vitro-Versuchen die Bindung an 
extrazelluläre Matrix, die Zytotoxizität gegenüber Mausmakrophagen sowie die 
Haemagglutination von Schaferythrozyten gezeigt werden (Sasaki et al. 2011). Welche 
Interaktion im Wirt von Bedeutung ist, bleibt jedoch weiterhin offen. Die Verteilung des PnxIII 
innerhalb der Spezies wurde nicht untersucht.  
In einer weiteren Studie konnten Sasaki et al. (2016) weitere mutmaßliche Virulenzfaktoren 
bestimmen, ohne jedoch deren genaue Funktion zu untersuchen. Identifiziert wurden YadA-
like Proteine, Sekretionsmechanismen vom Typ II, V und VI, weitere Hämolysine und 
Adhäsine, Zonula occludens-Toxine, Hämagglutinine, Kollagenasen sowie Proteasen.  
 
2.2.8 Prävalenz 
Es existieren keine aktuellen Daten zur Prävalenz von Rodentibacter spp. bzw. P. 
pneumotropica in Labortierhaltungen in Deutschland oder Europa. Die letzte offizielle Studie 
(Pritchett-Corning et al. 2009) ermittelte über eine kulturelle Untersuchung eine Prävalenz in 
Labormäusen von 4% in Europa und 13,2% in Nordamerika. Laborratten waren mit 4,92% in 
Nordamerika bzw. 3,99% in Europa kulturell positiv.   
Bei Haustieren ist der Wert deutlich höher. Dammann et al. (2011) ermittelten einen Anteil 
von 71,4% an den untersuchten Mäusen aus deutschen Zoohandlungen.  
Aktuellere Daten findet man nur aus Japan. Hayashimoto et al. (2013 und 2015) ermittelten 
über kulturelle Untersuchungen eine Prävalenz von 5,3% in Labormäusen und 35,7% in 
Mäusen aus japanischen Zoofachgeschäften.  
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Diese Daten verdeutlichen, dass R. pneumotropicus bzw. R. heylii weit verbreitete Erreger in 
Labortierhaltungen und Heimtierhaltungen von Mäusen sind. 
 
2.2.9 Sanierung Rodentibacter pneumotropicus infizierter Nagetierbestände und 
Prävention 
Ist ein Bestand durchseucht, gibt es verschiedene Möglichkeiten der Bestandssanierung. Die 
sicherste Maßnahme ist eine vollständige Eradikation aller infizierten Tiere mit 
anschließendem Wiederaufbau des Bestandes.  
Eine weitere kostenintensive Möglichkeit besteht in der bereits erläuterten Rederivation über 
Hysterektomie oder Embryonentransfer. Kritisch ist in diesem Fall, dass die Feten schon im 
Mutterleib infiziert werden können (Ward et al. 1978, Towne et al. 2014).   
Eine antimikrobielle Behandlung der Tiere ist die kostengünstigste Methode, die 
nachweislich zur erfolgreichen Bestandsanierung geführt hat. Der Ausschuss für Hygiene der 
GV-SOLAS (2013) empfiehlt eine orale Behandlung mit Enrofloxacin über das Wasser. Die 
Dosis beträgt 85 mg/kg Körpergewicht oder 570 mg/l Wasser und soll über 14 Tage 
verabreicht werden. Dieses Schema konnte über die Jahre immer wieder erfolgreich 
angewendet werden, wie verschiedene Autoren berichten (Goelz et al. 1996, Matsumiya et 
al. 2003, Harlev et al. 2009, Towne et al. 2014). So konnte in den von den Autoren 
beschriebenen Beständen nach der Sanierung Pasteurella pneumotropica nicht mehr 
nachgewiesen werden.  
Goelz et al. (1996) behandelten per subkutaner Injektion 2x täglich über 2 Wochen 
erfolgreich. Dies wird jedoch von Seiten der GV-SOLAS (2013) angezweifelt, da eigene 
Erfahrungen keine befriedigenden Ergebnisse liefern konnten.  
Hinweise, wieso der Gyrasehemmer Enrofloxacin im Gegensatz zu anderen Wirkstoffklassen 
Rodentibacter spp. eliminieren kann, liefert die 2015 erschienene Untersuchung zur 
Biofilmbildung von P. pneumotropica von Sager et al. (2015). Hier wurde die Empfindlichkeit 
von planktonischen und in Biofilm eingebetteten P. pneumotropica gegenüber verschiedenen 
Wirkstoffen getestet. Lediglich bei Enrofloxacin hatte die Formation der Bakterien keinen 
Einfluss auf die Wirksamkeit. Sowohl planktonische, als auch in Biofilmen eingebettete 
Keime konnten in gleichem Maße erfolgreich abgetötet werden. Dies wird als plausibe 
Erklärung für die Schwierigkeit der Bestandssanierung mittels anderer antibiotischer 
Wirkstoffklassen diskutiert. 
 
Das Hygiene- und Eingliederungsmanagement, wie im Streptobacillus-Kapitel beschrieben, 
sollte standardmäßig eingehalten werden. Auch wenn speziell für Rodentibacter spp. 
aufgrund ihrer geringen Überlebensfähigkeit in der Umwelt (Scharmann et al. 2001) eine 
Übertragung über Einrichtungsgegenstände untergeordnet ist. 
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Im Gegensatz zu anderen Bereichen der Veterinärmedizin, kommen in der 
Labornagerhaltung in der Regel Vakzinen nicht zum Einsatz. Nichtsdestotrotz wurde in der 
Vergangenheit bereits an der protektiven Wirkung verschiedener P. pneumotropica-Proteine 
geforscht: Sasaki et al. (2013) zeigten den Schutz vor Kolonisation durch mukosale 
Immunität nach intranasaler Applikation eines PnxIII-Derivates. Die protektive Wirkung der 
Haemophilus influenzae-homologen Oberflächenproteine P4, P6, P26 und D15 gegenüber 
Pneumonien und Kolonisation wurde von See et al. (2013) beschrieben. Die intranasale 
Immunisierung mit P4 und P6 führte hier in infizierten Tieren zu einer signifikanten Reduktion 
der Bakterienlast in der Lunge sowie zu einer signifikant höheren Neutrophileninfiltration und 
Zytokinfreisetzung in bronchoalveolären Lavagen im Vergleich zu nichtimmunisierten 
Kontrolltieren. Die Immunisierung hatte jedoch keinen Einfluss auf die 
Schleimhautkolonisation in der Nase. Ein direkter histologischer Nachweis einer Pneumonie 
erfolgte dagegen nicht. Die Immunisierung mit P26 und D15 zeigte keinerlei Effekte.  
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2.3 Mäuse als Versuchstiere 
 
2.3.1 Inzucht-Stämme 
Aufgrund ihrer genetischen Uniformität werden in der biomedizinischen Forschung bevorzugt 
ingezüchtete Mäuse verwendet (Hedrich 2012). Diese Einheitlichkeit wird über die 
Verpaarung von Geschwistertieren über mindestens 20 Generationen erzeugt. Tiere solcher 
Linien sind homozygot in praktisch allen Genloci und können daher als Klone ihrer Eltern- 
und Geschwistertiere betrachtet werden. Dies gewährleistet klar definierte Bedingungen bei 
der Durchführung tierexperimenteller Versuche und eine hohe Vergleichbarkeit der 
gewonnenen Resultate. Natürliche Varianzen, welche auf Heterozygotie zurückführbar 
wären, können so weitestgehend ausgeschlossen werden. Dennoch unterliegen auch 
Individuen aus Inzuchtlinien individuellen Unterschieden, welche jedoch nicht genetisch 
determiniert sind, sondern insbesondere mit der Epigenetik zusammenhängen.  
Die Inzucht liefert jedoch nicht nur Vorteile (Hedrich 2012). Die als inbreed depression 
bezeichneten Erscheinungen reichen von verminderter Lebens- und Leistungsfähigkeit 
(gemeint sind hier vor allem ein schlechter Gesundheitszustand und deutlich herabgesetzte 
Fertilität) bis hin zu einer größeren Empfindlichkeit gegenüber Umweltveränderungen. 
Besonders betroffen sind hiervon vor allem frühe Generationen. Mit fortschreitender 
Weiterzucht verringern sich die Effekte drastisch. Lang etablierte Inzuchtlinien sind daher 
von dieser Problematik nicht mehr betroffen. 
 
2.3.1.1 Merkmale, Verwendung und Historie der BALB/c Wildtyp-Mäuse 
Die häufig verwendeten BALB/c-Mäuse besitzen weißes Fell und rote Augen (siehe 
Anhang, Abb.4). Männliche Tiere können ein Gewicht von 26,5 – 32,0 g, Weibchen 21 – 25 
g erreichen (Animal Resources Center 2018). Generell können sie für vielfältige Zwecke 
eingesetzt werden, wie Infektionsstudien oder zur Produktion monoklonaler Antikörper 
(Charles River Laboratories 2018a).  
Les (1990) beschreibt einen kurzen historischen Abriss zur Entstehung dieser Linie: Im Jahr 
1913 konnte Dr. Halsey J. Bagg einige Albinohausmäuse (Mus musculus) von einem Züchter 
in Ohio für das Memorial Hospital in New York erwerben. Sieben Jahre später gelangten Dr. 
C.C. Little und Dr. E.C. MacDowell der Carnegie Institution of Washington in Cold Spring 
Harbor, New York in den Besitzt der Nachkommen dieser Mäuse und begannen mit der 
Inzucht. Im Jahr 1927 war man bei der 12. Generation angelangt (F12). 1935 zog Dr. George 
Snell, ein Mitarbeiter MacDowells, in das Jackson Laboratory um und nahm die Kolonien mit, 
welche sich zu dieser Zeit in der F26 befanden. 1947 wurden alle Kolonien Snells bei einem 
Hafenbrand zusammen mit einem Großteil der Jackson Labore vernichtet. Glücklicherweise 
existierte eine weitere Kolonie, welche man zuvor an Dr. J. Paul Scott zu 
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Verhaltensexperimenten verliehen hatte (mittlerweile F41). Mit dieser konnte die Kolonie des 
Jackson Laboratory neu aufgebaut werden und bildete die Grundlage aller heute 
gezüchteten BALB/c-Mäuse. Zuchten existieren in Nordamerika, Europa und Japan (The 
Jackson Laboratory 2017).  
 
2.3.1.2  Merkmale, Verwendung und Historie der C57BL/6 Wildtyp-Mäuse 
C57BL/6 besitzen schwarzes Fell und schwarze Augen (siehe Anhang, Abb. 5). Männchen 
erreichen ein Gewicht von 24 - 29 g und Weibchen 18 - 22 g (Animal Resources Center 
2018). Ebenso wie BALB/c können C57BL/6 vielfältig eingesetzt werden, eignen sich aber 
auch insbesondere für die Generierung transgener oder Knock-out-Modelle, für Studien zur 
Immunologie und Obesitas- sowie Sicherheits- bzw. Effektivitätsstudien (Charles River 
Laboratories 2018b).  
Auch dieser Stamm wurde in den Jackson Laboratories etabliert. Verantwortlich dafür war 
1921 Dr. C.C. Little, der sich auch schon um die BALB/c-Zucht verdient gemacht hatte 
(Sacca et al. 2013). Aufgebaut wurde diese Linie mit Tieren aus der Zucht von Miss Abby 
Lathrop, aus der ebenso die Elterntiere für die Linien C57BR und C57L stammten (Charles 
River Laboratories 2018b). Im Jahre 1937 wurde die Linie C57BL in die Linien C57BL/6 und 
C57BL/10 aufgeteilt, welche die Grundlage für alle heutigen international gezüchteten Linien 
wurden (Charles River Laboratories 2018b). Speziell existieren heutzutage Zuchten in Nord 
Amerika, Europa und Japan (Charles River Laboratories 2011). 
 
2.3.1.3 Unterschiede der Immunreaktionen in C57BL/6- und BALB/c-Mäusen  
In dieser Arbeit wurden vergleichende Untersuchungen zweier Mauslinien durchgeführt, da 
die verschiedenen genetischen Hintergründe dieser Tiere z.T. unterschiedliche 
Empfänglichkeiten gegenüber Infektionserregern bedingen. So ist bekannt, dass C57BL/6- 
und BALB/c-Mäuse bereits unter physiologischen Bedingungen Unterschiede in der 
Ausprägung immunologischer Reaktionen aufweisen. Trunova et al. (2012) konnten 
beobachten, dass die Konzentration verschiedener Zytokine, wie IL-2, IL-3, IL-4, IL-10 sowie 
TNF-α, in BALB/c-Mäusen deutlich höher als in C57BL/6 waren. Dagegen wiesen C57BL/6-
Mäuse eine deutlich höhere IL-12-Produktion und eine generell höhere zytotoxische Aktivität 
von natürlichen Killerzellen auf. Daraus geht hervor, dass in C57BL/6 eine zelluläre (Th1-) 
Immunantwort dominiert, wohingegen BALB/c eher zur humoralen (Th2-) bzw. deutlich 
ausgewogeneren Th-Antwort tendieren. Weiterhin konnten Germann et al. (1995) einen 
Zusammenhang zwischen erhöhter IL-12-Ausschüttung und einer erhöhten IgG2a bzw. 
IgG2b-Produktion herstellen. In C57BL/6 existiert die IgG-Subklasse 2a nicht, dafür wird 
vermehrt IgG2c produziert (Martin et al. 1998). 
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2.3.2 Auszucht-Stämme 
Auszuchtmäuse werden verwendet, wenn eine bestimmte genetische Ausstattung für 
Untersuchungen nicht von Nöten ist (Hedrich 2012). In dieser Arbeit ist dies in Bezug auf die 
Verwendung der Tiere als Einstreu-Sentinels der Fall. Die FELASA empfiehlt sogar 
ausdrücklich die Verwendung gesunder, junger Auszuchtmäuse für diesen Zweck (Mähler et 
al. 2014). 
Bei Auszuchtmäusen ist jedes Tier genetisch individuell und die genetische Ausstattung 
kann nur über das Genotyping des Einzeltieres bestimmt werden (Hedrich 2012). Dies 
bedeutet jedoch nicht, dass man diese Linien genetisch mit wildlebenden Mäusen 
vergleichen könnte. Denn auch diese stammen von wenigen Kolonien ab, sodass man hier 
ebenso von einem deutlich begrenzten Genpool ausgehen muss. Es existieren hier keine 
Effekte der inbred depression, wie sie in Inzuchttieren zu finden sind. Die Tiere haben im 
Vergleich zu Inzuchttieren eine höhere Lebenserwartung, sind resistenter gegenüber 
Erkrankungen und werden früher fertil. Zudem sind sie deutlich günstiger zu erwerben, da 
ihre Zucht weniger aufwändig ist. Die genetische Diversität hat im Gegensatz dazu den 
Nachteil, dass deutlich höhere Tierzahlen von Nöten sind, um statistisch signifikante 
Unterschiede zu erzielen. 
 
2.3.2.1  Merkmale, Verwendung und Historie der CD1-Wildtypmäuse 
CD1 sind Albinomäuse mit weißem Fell und roten Augen. Äußerlich unterscheiden sie sich 
von BALB/c und anderen Labormäusen durch ihre enorme Größe. Das Gewicht kann 45 g 
bei männlichen sowie 35 g bei weiblichen Tieren betragen (Charles River 2018c). Am 
häufigsten finden sie Anwendung in Sicherheits- und Effektivitätsstudien, Studien zur 
Alterung sowie zur Erzeugung pseudogravider Leihmütter. Aufgrund ihrer Größe sind sie 
auch besonders gut geeignet für chirurgische Eingriffe.  
Alle heute existierenden Kolonien dieser Linie gehen auf zwei männliche und sieben 
weibliche nicht ingezüchtete Swiss-White-Albinomäuse aus dem Labor von Dr. de Coulon im 
Centre Anticancereux Romand, Lausanne in der Schweiz zurück (Charles River 2018c). Im 
Jahr 1926 importierte Dr. Clara Lynch, Mitarbeiterin des Rockefeller Centre, die Tiere in die 
USA, wo die Linie endgültig etabliert wurde. Gezüchtet werden sie heute in Nordamerika, 
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2.4 Gesundheitsmonitoring in Labortierhaltungen 
 
2.4.1 Empfehlungen der Federation of Laboratory Animal Science Associations 
(FELASA) 
Die FELASA wurde 1978 gegründet und ist ein Dachverband von derzeit 21 europäischen 
und regionalen versuchstierwissenschaftlichen Vereinigungen. Sie vertritt aktuell 
Wissenschaftler aus 26 europäischen Ländern. Vertreter Deutschlands ist die Gesellschaft 
für Versuchstierkunde - Society for Laboratory Animal Science (GV – SOLAS) mit Sitz in 
Marburg, welche auch das allererste FELASA-Symposium in Düsseldorf im Jahr 1981 
ausrichtete. Seitdem versammeln sich die Mitglieder im 3-Jahres-Rhythmus an wechselnden 
internationalen Standorten und unter wechselnder Leitung der einzelnen Vereinigungen 
(Mahouy et al 2016). 
Aufgabe der FELASA ist die Organisation wissenschaftlicher Kongresse und die Erarbeitung 
von Richtlinien und Empfehlungen für den Umgang mit Versuchstieren, insbesondere in 
Hinblick auf die 3R-Regelung (replace, refine, reduce). Dies beinhaltet die Definition der 
Standards in der tierexperimentellen Ausbildung von Wissenschaftlern und Pflegepersonal 
(Bundesinstitut für Risikobewertung 2017). 
 
Im Jahr 2014 veröffentlichte die FELASA ihre aktuellen Empfehlungen zur 
Gesundheitsüberwachung in wissenschaftlichen Maus-, Ratten-, Hamster- und 
Kaninchenbeständen für die Zucht und experimentelle Haltung (Mähler et al. 2014). Darin 
sind neben generellen Empfehlungen zu Überwachungsprogrammen spezielle Viren, 
Bakterien und Parasiten aufgeführt, die Probleme in Versuchstierhaltungen verursachen 
können und deren Infektionsstatus durch regelmäßige Untersuchungen zu klären ist. Diese 
Probleme können die Tiergesundheit direkt betreffen, den Einfluss auf die biomedizinische 
Forschung und das zoonotische Potential. Nach diesen Problemen sowie der 
Infektionsbiologie und der Prävalenz des Erregers richtet sich, welche Erreger in welcher 
Tier-Spezies wie oft untersucht werden müssen. So wird unterschieden in vierteljährlich und 
jährlich zu untersuchende Keime.  
Für meine ausgewählten Erreger ergibt sich folgendes Schema aus den aufgelisteten 
Tabellen (Mähler et al. 2014): Mäuse und Ratten sollen demnach alle 3 Monate auf P. 
pneumotropica (nach aktueller Taxonomie Rodentibacter spp.) und jährlich auf S. 
moniliformis untersucht werden. Streptobazillen sind auch in Meerschweinen jährlich zu 
untersuchen. Rodentibacter spp. spielen hier jedoch nur eine untergeordnete Rolle. In 
Hamstern dagegen wird wiederum vierteljährlich auf Rodentibacter spp. getestet. 
Streptobacillus moniliformis wurde bisher noch nicht in dieser Spezies nachgewiesen. In 
Kaninchen spielen bisher keine der beiden Erreger eine wesentliche Rolle, die Untersuchung 
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wird daher nicht ausdrücklich empfohlen. 
 
2.4.2 Sentinelsysteme für das Gesundheitsmonitoring von Labormausbeständen 
Für pathologische, kulturelle und molekularbiologische Untersuchungen werden ganze 
Tierkörper benötigt und daher lebende Mäuse aus den Haltungen direkt in die 
Untersuchungslabore eingesandt (interne Kommunikation mit Felix Fingas, Mitarbeiter der 
GVG Diagnostics GmbH Leipzig, Juli 2018). Bei wertvollen Zuchtlinien ist dies jedoch 
ungünstig. Daher werden häufiger Sentineltiere anstelle der eigentlichen Versuchstiere 
eingesetzt. Zudem kann über Sentinels die Stichprobenanzahl bei kleinen Gruppen erhöht 
werden (interne Kommunikation mit Felix Fingas, Mitarbeiter der GVG Diagnostics GmbH 
Leipzig, Juli 2018), da eine niedrige Prävalenz einen gewissen Stichprobenumfang erfordert, 
um Erreger mit einer bestimmten Wahrscheinlichkeit nachweisen zu können (Mähler et al. 
2014). Von Vorteil sind Sentinels auch, wenn es sich bei den eigentlichen Versuchstieren um 
immundefiziente Mäuse handelt, die selbst serologisch nicht untersucht werden können 
(interne Kommunikation mit Felix Fingas, Mitarbeiter der GVG Diagnostics GmbH Leipzig, 
Juli 2018). 
Eine mögliche Variante ist hierbei die Verwendung von Einstreusentinels. Diese Tiere, 
welche laut Mähler et al. (2014) gesund, jung und ausgezüchtet sein sollen, werden in 
separaten Käfigen gehalten. In diese wird wöchentlich ein Teil der beschmutzten Einstreu 
der zu überwachenden Käfige eingebracht. Voraussetzung für das Funktionieren eines 
Einstreusentinel-Überwachungssystems ist, dass lebende Erreger in ausreichenden Mengen 
ausgeschieden werden, in der Einstreu eine Zeit lang überleben und infektiös bleiben. Für 
viele Erreger fehlen jedoch belastbare Daten zur Validierung.  
Weiterhin können Kontaktsentinels eingesetzt werden, die in direktem Kontakt zu den zu 
überwachenden Tieren stehen, da sie sich einen Käfig mit diesen teilen. Von Vorteil ist die 
Möglichkeit der direkten Erregerübertragung. Die FELASA geht davon aus, dass hierfür auch 
günstige, stamm- und gruppenfremde Tiere eingesetzt werden können (Mähler et al. 2014). 
Die Vergesellschaftung stamm- und sozial fremder Tiere kann sich jedoch problematisch 
gestalten, da Mäuse komplexe soziale und territoriale Gefüge bilden (Crowcroft und Rowe 
1963, Scott 1966). Fremde Tiere werden oft nicht akzeptiert und im Extremfall getötet. Eine 
zeitintensive Vergesellschaftung, wie sie in Privathaltung praktiziert wird, ist aufgrund des 
Aufwandes selten möglich. Daraus ergibt sich, dass Kontakttiere möglichst der gleichen Linie 
bzw. der gleichen sozialen Gruppe entstammen sollten. Eine Validierung existiert aber auch 
für diese Form der Gesundheitsüberwachung für viele Erreger nicht. 
Laut den Empfehlungen soll in beiden Überwachungssystemen ein Expositionszeitraum von 
mindestens 6 Wochen, besser 10-12 Wochen eingehalten werden (Mähler et al. 2014). Das 
Design ist an das jeweilige Haltungssystem anzupassen. In strikt geschlossenen Systemen 
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(z.B. IVC-Haltung des IZI) ist jeder einzelne Käfig eine epidemiologische Einheit. Bei offenen 
Haltungen kann man dagegen davon ausgehen, dass der gesamte Raum einer 
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Abstract
Background: Mice are a natural host for Rodentibacter (R.) pneumotropicus. Despite specific monitoring, it is still one
of the most important infectious agents in laboratory animals. The objective of this study was to determine the
virulence of a prevalent pathotype of R. pneumotropicus and characterize the host response in a new animal model.
Results: Intranasal infection of C57BL/6 and BALB/c mice with a R. pneumotropicus strain (JF4Ni) bearing the genes
of the three known repeats in toxin (RTX) toxins resulted in an unprecedented high mortality and morbidity above
50 and 80%, respectively. Morbidity was associated with severe weight loss as well as conjunctivitis and dyspnea. A
main pathology was a catarrhal purulent to necrotic bronchopneumonia. Specific immune globuline (Ig) A was
detected in tracheonasal lavages of most surviving mice which were still colonized by R. pneumotropicus.
Furthermore, all surviving animals showed a distinct production of IgG antibodies. To differentiate T-helper cell (Th)
1 and Th2 immune responses we used subclasses of IgGs as indicators. Mean ratios of IgG2b to IgG1 were below 0.
8 in sera drawn from both mice strains prior infection and from BALB/c mice post infection. In contrast, C57BL/6
mice had a mean IgG2b/IgG1 ratio of 1.6 post infection indicating a Th1 immune response in C57BL/6 versus a Th2
response in BALB/c mice associated with a tenfold higher bacterial load in the lung. In accordance with a Th1
response high antigen-specific IgG2c titers were detected in the majority of surviving C57BL/6 mice.
Conclusions: R. pneumotropicus JF4Ni is a highly virulent strain causing severe pneumonia and septicemia after
intranasal infection of C57BL/6 and BALB/c mice. Persisting infections in the two mice strains are associated with
Th1 and Th2 immune responses, respectively, and differences in the bacterial burden of the lung. The described
model is ideally suited for future vaccination studies using the natural host.
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Background
Pasteurella (P.) pneumotropica was thought to be a species
occurring mainly in two different biotypes: Jawetz and Heyl
[1, 2]. However, P. pneumotropica was very recently reclas-
sified and these two biotypes belong now to two different
species, namely Rodentibacter (R.) pneumotropicus and R.
heylii, respectively [3]. The differentiation of the two
biotypes is based on the phenotype of the colony colour
(grey and yellow, respectively), but polymerase chain reac-
tion (PCR)-based differentiation is also possible [4–6]. In a
recent study [7] differences in distribution of virulence fac-
tors between the two biotypes are described. Three differ-
ent repeats-in-toxin (RTX) toxins, designated PnxI, PnxII
and PnxIII, have been identified in P. pneumotropica.
Whilst PnxI and PnxII are secreted and act as haemolysins
or cytotoxins [8], PnxIII is associated with the bacterial
membrane. Specifically, PnxIII interacts with the extracellu-
lar matrix [9, 10] but can also induce host cell cytotoxicity
[9, 10]. Therefore, these RTX toxins are considered as im-
portant virulence factors [9].
P. pneumotropica is among the most important pathogens
in laboratory animal populations with a reported prevalence
of 4 to 13% in Europe and North America, respectively [11].
It is described as an opportunistic pathogen with low viru-
lence in immunocompetent mice [2] but clinical signs were
recorded in immunodeficient and –suppressed mice or in
co-infections with Mycoplasma pulmonis [12] or Pneumo-
cystis carinii [13]. Infected animals are generally unsuitable
for scientific research due to suppurative to necrotizing le-
sions in various organs [14] and modulation of the immune
response [15]. The Federation of Laboratory Animal Science
Association (FELASA) lists P. pneumotropica as an import-
ant pathogen in mice, rats and hamsters and recommends
the examination every 3 months [16]. Various monitoring
methods are described including PCR [4, 5, 17] and indirect
enzyme-linked immunosorbent assays (ELISAs) [18–20].
It is common practice to use soiled bedding sentinels
for health monitoring of laboratory animals. Nevertheless,
studies revealed a limited survival of P. pneumotropica in
the environment [21, 22] and the failure of detecting P.
pneumotropica infections by bedding sentinels [23].
In this study, we evaluated the pathologies and immune
responses induced by experimental infection of BALB/c
and C57BL/6 mice with a R. pneumotropicus pathotype
emerging in German laboratory animal facilities. The
new intranasal model leading to severe pneumonia,
septicaemia but also to persisting infections is import-
ant for future studies on virulence and protection.
Results
Distribution of pnxIA, pnxIIA and pnxIIIA in R.
pneumotropicus and R. heylii
Different genes encoding RTX-toxins have been identi-
fied in P. pneumotropica, namely pnxIA, pnxIIA and
pnxIIIA. By PCRs targeting these pnx genes, we investi-
gated recently collected 27 R. pneumotropicus and 26 R.
heylii strains. This profiling revealed that the distribution
of pnxIA, pnxIIA and pnxIIIA differs substantially be-
tween the two species (Table 1). In 46% of the R. heylii
strains only pnxI was detected. The gene pnxII was not
found at all in this species. Twelve percent of the R. heylii
strains carried both pnxIII and pnxI, whereas 43% were
PCR negative for all RTX genes. In contrast, all three RTX
genes were found in 74% of the R. pneumotropicus
strains. Only 7% of the R. pneumotropicus strains did
not carry any of the pnx genes. For further investiga-
tion, a recently isolated pnxIA+, pnxIIA+ and pnxIIIA
+ R. pneumotropicus strain (JF4Ni) was chosen, because
of its prevalent genotype identified by the screening of
strains collected in Germany.
Morbidity, mortality and histopathology of
experimentally infected animals and sentinels
Intranasal infection with 108 CFU R. pneumotropicus
JF4Ni resulted in 100% (16/16) morbidity in BALB/c and
87.5% (14/16) morbidity in C57BL/6 mice within one
day. Fifty-six percent (9/16) of BALB/c died or had to be
euthanized within 2–4 days after infection and 50% (8/
16) of C57BL/6 within 3–6 days after infection (Fig. 1a).
Diseased mice showed unspecific signs such as ruffled
coat, bended back, heavy weight loss (Fig. 1b), dehydra-
tion as well as specific signs such as dyspnoea, conjunc-
tivitis and mild incoordination in two cases. Significant
differences in mortality and morbidity were only re-
corded between infection animals and controls, but not
between the two mouse strains. All early deceased mice
showed multifocal moderate to severe catarrhal-purulent
bronchopneumonia, in some cases with necrosis (Table 2
and Fig. 1c). These pathologies were not recorded in
mice which survived the experimental R. pneumotropi-
cus infection. A mild to moderate interstitial pneumonia
was found in all mice including controls and sentinels.
Table 1 Distribution of RTX genes pnxIA, pnxIIA and pnxIIIA in R. pneumotropicus and R. heylii
only pnxIA only pnxIIA only pnxIIIA pnxIA + IIA pnxIA + IIIA pnxIIA + IIIA pnxIA + IIA + IIIa none
R. pneumotropicus (n = 27) 7% 0% 0% 4% 4% 4% 74% 7%
R. heylii (n = 26) 46% 0% 0% 0% 12% 0% 0% 42%
in total (n = 53) 26% 0% 0% 2% 8% 2% 38% 24%
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Contact and bedding sentinels showed no clinical signs
and pathologies related to R. pneumotropicus infection
(data not shown).
Detection of R. pneumotropicus in tracheonasal lavages
(TNL) and internal organs
R. pneumotropicus was detected in TNL and various in-
ternal organs of experimentally infected animals.
Furthermore, this pathogen disseminated into
non-respiratory internal organs in every experimentally
infected mouse (Fig. 2). Bacterial loads in the brains,
lungs, L n. tracheobronchiales, livers, spleens, kidneys and
genito-urinary tracts were significantly higher in BALB/c
than in C57BL/6 mice as assessed by semi-quantitative
scoring (mean bacteriological scores for mice succumbing
to infection: BALB/c: 11.6 with SD 3.0 and C57BL/6: 6.1
with SD 1.9; p = 0.002; Additional file 1: Table S1; Fig. 2).
In contact sentinels R. pneumotropicus was mainly de-
tected in the lungs and TNLs (Fig. 2), indicating that dis-
semination occurred mainly in experimentally infected
animals but not in contact sentinels. Additionally, R. pneu-
motropicus was not detected in bedding sentinels at all.
BALB/c and C57BL/6 mice succumbing to infection
within 2 to 6 days post infection (dpi) had high specific
bacterial loads in TNL in most cases (mean of 2.6 × 106
colony forming units (CFU)/ml with SD 3.1 × 106 and
3.4 × 105 CFU/ml with SD 3.7 × 105, respectively). At the
end of the observation period, the bacterial load of the
lung was significantly higher in surviving BALB/c mice than
in C57BL/6 mice (mean of 4.4 × 104 CFU per g tissue with
SD 3.2 × 104 and mean of 3.9 × 103 CFU per g tissue with
SD 5.0 × 103, respectively, Fig. 3a). In contact sentinels,
mean R. pneumotropicus loads in TNL of 2.8 × 104 CFU
per ml TNL in BALB/c and 2.6 × 104 CFU per ml TNL in
C57BL/6 were recorded (SD 3.9 × 104 and 1.9 × 104, re-
spectively). Noteworthy, the mean bacteriological score
based on semi-quantitative assessment of bacterial loads
in the brains, lungs, lymphonodi tracheobronchiales,
livers, spleens, kidneys and genito-urinary tracts was sig-
nificantly higher in surviving BALB/c than in surviving
C57BL/6 mice (mean bacteriological scores of 5.7 (SD 2.7)
and 2.4 (SD 3.4) in BALB/c and C57BL/6 mice, respect-
ively; p = 0.036; Additional file 2: Table S2; Fig. 2).
Antigen-specific IgA in TNL of experimentally infected
animals and sentinels
As R. pneumotropicus was isolated in TNL of experi-
mentally infected mice surviving to the end of the obser-
vation period, we asked if this colonization occurred in
the presence of specific IgA. R. pneumotropicus-specific
IgA was not detected in TNL of controls and mice that
Fig. 1 Mortality (a) and body weight (b) of the indicated mice
infected with R. pneumotropicus JF4Ni (n = 16 per mouse strain) or
treated with PBS as control (n = 10 for BALB/c and n = 9 for C57BL/
6, one control died during anaesthesia). Data of contact sentinels are
not included. Bronchopneumonia was a main pathology. A
multifocal severe catarrhal-purulent bronchopneumonia of a BALB/c
mouse 2 days after intranasal infection is shown (c). Alveoli and
bronchioles of this mouse were infiltrated with high numbers of
neutrophilic granulocytes (200 x magnification). The log rank test
was used to analyse differences between the two mice strains and
the groups (a)
Table 2 Degree and extent of catarrhal-purulent
bronchopneumonia in R. pneumotropicus infected mice (for
definition of scores see Additional file 5: Table S5)
BALB/c C57BL/6
0 1–3 4–7 0 1–3 4–7
Controls 10/10 0/10 0/10 9/9 0/9 0/9
Losses 0/9 1/9 8/9 1/8 0/8 7/8
Survivors 7/7 0/7 0/7 8/8 0/8 0/8
Contact sentinels 4/4 0/4 0/4 4/4 0/4 0/4
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died within 6 days following experimental infection. On
the other hand, TNLs collected 4 weeks post infection
from experimentally infected mice of both strains and
BALB/c contact sentinels revealed mean titers above 80
ELISA units and mainly positive IgA-titers against R.
pneumotropicus (Fig. 3b). In contrast, C57BL/6 contact
sentinels had rather low specific IgA titers (mean titer of 8
ELISA units with a SD of 5.9). In summary P. pneumotropi-
cus was found to colonize efficiently respiratory mucosa
despite the presence of specific IgA in mice surviving ex-
perimental infection.
Serum IgG-levels in experimentally infected animals and
sentinels
Experimental infection of BALB/c and C57BL/6 mice elic-
ited specific IgG-titers in all surviving animals (sampled
28 dpi) as well as in contact sentinels (sampled 56 dpi) as
shown by ELISA using whole cell extract or a concen-
trated culture supernatant as antigen (Fig. 4a and b). Sera
collected prior to infection (n = 59) and from control
animals (n = 19) consistently gave negative results. Fur-
thermore, R. pneumotropicus-specific IgG was not re-
corded in sera from mice succumbing to infection within
the first 6 dpi or in sera from bedding sentinels.
IgG subclass differentiation indicate differences in the
immune response of BALB/c and C57BL/6 mice to R.
pneumotropicus infection
As the specific bacterial load of the lung of surviving
BALB/c mice was significantly higher than the load of
C57BL/6 mice (Fig. 3a), we investigated putative differ-
ences in the immune response of the two mice strains.
We used levels of IgG subclasses as indicators for the
kind of immune response as IgG2a and IgG2b are asso-
ciated with a Th1 response while IgG1 is associated with
a Th2 response. Upon infection, not only the ratio of
antigen-specific IgG subtypes might change in serum in
association with a Th1 or Th2 response, but also the
overall ratios of IgG subtypes [24]. Differentiation of IgG
subclasses was conducted in 7 BALB/c and 8 C57BL/6
Fig. 2 Semi-quantitative determination of R. pneumotropicus in the indicated tissues of BALB/c (a) and C57BL/6 (b) mice either infected
experimentally (losses and survivors) or used as contact sentinels. Losses occured 2–6 dpi, survivors were sampled 28 dpi and contact sentinels 56
dpi. A low grade is equal to less than 20 CFU per plate; a middle grade refers to 20–70 CFU and a high grade to more than 70 CFU per plate
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mice showing a distinct antibody response to R. pneu-
motropicus antigen. In BALB/c mice, we measured the
ratios of IgG2a to IgG1 and IgG2b to IgG1. Due to the
lack of IgG2a in C57BL/6 mice [25] only the ratio of
IgG1 to IgG2 in was determined in this strain. Prior to
infection, the mean IgG2/IgG1 ratios were 0.5 for
IgG2a and 0.4 for IgG2b in BALB/c and 0.8 for IgG2b
in C57BL/6 mice (Fig. 5a and b). Post infection, the
mean IgG2a/IgG1 ratio in BALB/c mice increased
slightly to 0.7, while the IgG2b/IgG1 ratio remained
constant. These results indicate a balanced immune re-
sponse with a tendency to Th2 in BALB/c mice. In
C57BL/6 the IgG2b to IgG1 ratio increased to 1.6 in-
dicating a Th1 prone immune response (Fig. 5a). Ac-
cordingly, the majority of surviving, experimentally
infected C57BL/6 mice had high R. pneumotropicus-specific
IgG2c titers (above 50 ELISA Units), whereas these anti-
bodies were not recorded in sera drawn from these mice
prior infection or from control mice (Fig. 5c).
Discussion
Experimental infections with P. pneumotropica have
been conducted in vaccination studies to investigate the
protective efficacies of different recombinant proteins
such as the RTX toxin PnxIII [9] and different outer
membrane proteins [26]. In these studies, protective effi-
cacies were assessed by determining specific bacterial
loads at different mucosal sites such as the nasal con-
chae, lung and conjunctivae. However, clinical read out
parameters were not included. Here, an infection model
with high rates of morbidity and mortality in immuno-
competent BALB/c and C57BL/6 wildtype mice was
Fig. 3 Quantitative determination of R. pneumotropicus in TNL and lungs of the indicated mice surviving experimental infection (a) and
pathogen-specific IgA-levels in TNL (b). Medians are marked by the horizontal line. The non-parametric Mann-Whitney test was used for statistical
analysis (** for P ≤ 0.01)
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established for the first time, enabling the usages of
respective read out parameters in future vaccination
studies. The high morbidity was associated with se-
vere lung pathologies and dissemination of R. pneu-
motropicus to extra-respiratory sites such as liver and
brain. Based on the presented data we consider these
models as ideal for investigating protection against severe
pneumonia and associated sepsis. Importantly, numerous
immunogens of R. pneumotropicus are homologous to
proteins expressed by Haemophilus influenza [26] and P.
multocida [26], two important pneumonia and sepsis
agents in humans and livestock, respectively. Thus, vac-
cination trials using the described murine models might
be relevant for these pathogens as well. The fact that mice
are the natural host of R. pneumotropicus is an important
advantage, especially as members of the Pasteurellaceae
show substantial host adaptation.
The infection dose of 1 × 108 CFU used in this study is
high. However, previous studies have used similar or
even higher [15, 27, 28] doses without induction of mor-
bidity and mortality. For example, Chapes et al. could
not induce any clinical signs or pathologies in immuno-
competent C57BL/6 wildtype mice with a 400 times
higher dose of the R. pneumotropicus type strain ATCC
35149 [27]. Furthermore, immunocompetent Crlj:CD1
mice did not develop lung lesions or clinical signs of disease
Fig. 4 IgG-levels against the indicated R. pneumotropicus antigens in intranasally infected BALB/c (a) and C57BL/6 (b) mice and the respective
contact and bedding sentinels in sera drawn at the indicated time points. A serum pool from mice naturally infected with R. pneumotropicus was
used as reference serum. The culture supernatant had a concentration factor of 100. Early losses refer to mice killed for animal welfare reasons
after developing severe signs of sepsis. Statistical analysis with the Mann-Whitney test was performed to analyse differences between the different
groups. The Wilcoxon test was used to compare different time point values within the same groups. The star in panel (b) (whole cell extract) indicates
significance (* for P ≤ 0.05)
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after experimental infection with the R. pneumotropicus
type strain in contrast to immunodeficient NOD/ShiJic-
scid/Jcl mice [28]. This difference to previous studies
might be related to differences in virulence between R.
pneumotropicus strains. The R. pneumotropicus JF4Ni
strain used in this study is regarded as highly virulent
based on the results of the experimental infections and
the substantial health issues of the animal facility it was
detected in. The fact that this strain bears all three
known RTX toxin genes of this pathogen might be re-
lated to its virulent phenotype as the toxins are considered
important virulence factors [8–10]. Specifically, PnxIII is
cytotoxic to macrophages [10], which are crucial for
clearance of R. pneumotropicus in the lungs as shown
by transfer of Toll-like receptor 4-positive macro-
phages to knockout mice [29]. Noteworthy, more than
70% of the R. pneumotropicus strains investigated in this
study shared this RTX toxin genotype, namely pnxIA+
pnxIIA+ pnxIIIA+. As these strains were recently isolated,
putative emergence of this important pathotype should be
further investigated.
All surviving animals of both mouse strains and their
contact sentinels produced high levels of R. pneumotropi-
cus-specific IgG antibodies, as shown by ELISA using two
different antigens. Sera drawn prior to infection and from
control animals consistently gave negative results which
indicates high specificities of the established ELISAs.
Noteworthy, a commercially available ELISA for the de-
tection of P. pneumotropica-specific IgG failed to detect
specific antibodies in the sera of infected animals surviving
until the end of the experiment (results not shown).
In agreement to previous studies, all bedding sentinels
were serologically negative, rendering this approach in-
appropriate for R. pneumotropicus health monitoring
[21, 23]. On the other hand, serological screenings of con-
tact sentinels for R. pneumotropicus-specific serum IgG
using the described ELISA seems to be rather sensitive as
an indirect indicator of infection and specific based on the
results shown in Fig. 4. Furthermore, contact sentinels
might be useful to study clinically inapparent colonization,
as none of these mice became morbid at any time post
infection despite colonisation of the lungs in numerous
animals (Fig. 2).
This study shows for the first time that R. pneumotropi-
cus infection results in a mean ratio of IgG2b to IgG1
above 1 in C57BL/6 but not in BALB/c mice indicating a
Th1-prone immune response. In contrast, IgG2/IgG1 in
BALB/c mice remained below 1 post infection suggesting
a more balanced response. It is known already that BALB/
c and C57BL/6 mice exhibit distinct genetically deter-
mined differences in their immune systems under physio-
logical conditions, which includes higher amounts of
interleukin (IL)-12 in C57BL/6 [30] and associated higher
productions of IgG2c and 2b [31] inducing a Th1 immune
response. However, based on the rapid progress of disease
starting very early after infection, it is reasonable to
hypothesize that other mechanisms but Th1 and Th2
Fig. 5 Ratios of the indicated IgG-subclasses in surviving C57BL/6 (a)
and BALB/c (b) mice and antigen-specific IgG2c titers in respective
C57BL/6 (c). Seven infected BALB/c and 8 C57BL/6 mice with a
distinct antibody answer to R. pneumotropicus antigen (Fig. 4) were
chosen for the determination of IgG subclasses in (a) and (b),
respectively. In BALB/c mice the ratios between IgG2a to IgG1 and
IgG2b to IgG1 were determined. As C57BL/6 mice lack IgG2a, only
IgG1 and IgG2b were measured. Medians are marked by the horizontal
line. Differentiation of a Th1 and Th2 immune response is indicated by
the dashed line. IgG2c-titers in C57BL/6 mice against whole cell extract
of R. pneumotropicus (c). Titers were determined as indicated either in
experimentally infected survivors or respective controls (fbl = final
bleeding). A serum pool from C57BL/6 mice naturally infected with R.
pneumotropicus was used as reference serum. The non-parametric Mann-
Whitney test was used for statistical analysis. The P-values are indicated
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immune responses were crucial for survival in the im-
munologically naïve mice of the described experimental in-
fection. This is in agreement with the finding that the more
Th1-prone C57BL/6 and the more Th2-prone BALB/c
mice show comparable morbidities and pathologies.
We found high titres of R. pneumotropicus-specific
IgA (above 150 Elisa) in the TNL of two surviving
BALB/c mice 28 dpi in association with high numbers of
this pathogen (above 104 CFU/ml, results not shown).
These results suggest maintenance of mucosal colonization
of R. pneumotropicus despite high titers of specific IgA. As
the specific bacterial load in the lung of the investigated
survivors was significantly lower in C57BL/6 than in
BALB/c mice, it is reasonable to hypothesize that the puta-
tive Th1-prone immune response in C57BL/6 mice is more
efficient in restricting persisting lung infection.
Conclusions
Many R. pneumotropicus strains recently isolated from
laboratory mice in Germany carry the genes of the three
known RTX toxins of this pathogen. Intranasal applica-
tion of the pnxIA+ pnxIIA+ pnxIIIA+ R. pneumotropicus
JF4Ni strain results in invasive and fatal infections in wt
BALB/c and C57BL/6 mice associated with severe pneu-
monia and dissemination to extra-respiratory sites. In
contrast to BALB/c mice, surviving C57BL/6 mice show
a Th1-prone immune response and a bacterial load of
the lung below 104 CFU per g tissue after 28 dpi. The
described model is ideal for future studies on virulence
and protection elicited by vaccination.
Methods
Animals
Eight-week-old female wild type BALB/c mice obtained
from Charles River laboratory (Sulzfeld Germany) and
C57BL/6 mice from Janvier Labs (Le Genest-Saint-Isle
France), both specific pathogen free, were caged ran-
domly in 6 groups per strain including 2 uninfected and
4 infected groups. Each group contained 4 infection/
placebo treated animals and one contact sentinel. Add-
itionally, 10 week old female P. pneumotropica-free CD1
outbred mice (raised by the Fraunhofer Institute for Cell
Therapy and Immunology, Leipzig, Germany) were in-
cluded in this study as bedding sentinels (2 cages with 4
mice each). Each bedding-group was assigned to one
mouse strain. The number of animals included in this
study was based on the objectives to reveal putative
differences between BALB/c and C57BL/6 mice in suscep-
tibility, to evaluate sentinel monitoring and to obtain con-
valescence sera for a further immunoproteomics study.
All animals were housed as described in a previous study
in detail [32], which included ventilated cages with HEPA
filters and air conditioning as well as ad libitum feeding
and drinking. One week before infection blood samples
were collected from the submandibular vein and stored
at − 20 °C.
Bacterial strains and culture media
R. pneumotropicus and R. heylii were cultivated as ap-
propriate overnight at 37 °C on Columbia Blood Agar
(COB) or in Brain Heart Infusion (BHI). Experimental
infection was conducted with R. pneumotropicus strain
JF4Ni grown in BHI until a concentration of 108 colony
forming units (CFU) per millilitre was reached. This
strain was recently isolated from a German research facil-
ity with severe health problems associated with dyspnoea
and increased mortality in P2X2/P2X3
Dbl−/− knockout but
also wt mice [33]. Furthermore, R. pneumotropicus refer-
ence strain ATCC 35149 and 27 Biotype Jawetz- as well as
26 Biotype Heyl strains were included in this study (Add-
itional file 3: Table S3).
Infection
For experimental infection/mock treatment mice were
anaesthetised by isoflurane inhalation. Mice were experi-
mentally infected by intranasal application of 1 × 108
CFU R. pneumotropicus JF4Ni in 25 μl phosphate
buffered saline (PBS, 12.5 μl per nostril). Controls
were inoculated with PBS only. Contact sentinels remained
untreated, bedding sentinels were turned over to used bed-
ding 7 days after inoculation. Experimentally infected and
sentinel animals were sacrificed 4 and 8 weeks after
experimental infection, respectively. For this, mice were
anaesthesized through intraperitoneal application of
100 mg ketamin per kg body weight and 5 mg xylazin
per kg body weight. They were bled by heart punc-
ture and finally killed by cervical dislocation.
Clinical examination and treatment
Every 12 h thorough adspection and weighing of mice was
performed. Based on predefined criteria (Additional file 4:
Table S4) clinical signs were scored. Mice with a cumula-
tive clinical score of 3 or more were treated with flunixin
meglumine for animal welfare reasons (5 mg per kg body
weight every 12 h subcutaneously). The following end
points led to euthanasia of respective animals: bleeding
from orifices, paralysis, acute respiratory distress, cyanosis
and 20% weight loss. Mice with a cumulative score above
or equal 9 or a score above or equal 6 for 24 h were also
killed for animal welfare reasons.
Pathological examinations
For pathological studies brain, nasal conchae, lung, liver,
spleen and kidney were collected, macroscopically exam-
ined and fixed in 4% CaCO3 buffered formalin. Tissues
were embedded in paraffin, sectioned and stained with
haematoxylin and eosin for light microscopy. Scoring of
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histopathological findings was conducted as specified in
Additional file 5: Table S5.
Cultural examinations
For semi quantitative cultural examinations, lung, brain,
lymphonodi tracheobronchiales, liver, spleen, kidney and
the genito-urinary tract of all BALB/c and C57BL/6 mice
were collected and a fresh cut side was pressed on a
COB plate, which was incubated for 24 h at 37 °C after
streaking. For comparative analysis low, middle and high
grades of detection of the typical colonies were scored
with 1, 2 and 3 for each investigated tissue, respectively.
The sum of the scores for all investigated tissues constitutes
the total bacteriological score of each animal. Furthermore,
quantitative cultural examinations were performed with the
TNLs (300 μl PBS). For this, TNLs were serially diluted,
spread on COB in duplicates and incubated for 24 h
at 37 °C. Colonies were differentiated by MALDI-
TOF-MS (Bruker microflex LT, Bremen).
Antigen preparation and ELISA for detection of antigen-
specific serum-IgG, serum-IgG2c and mucosal IgA
ELISAs were established for detection of serum IgG and
mucosal IgA directed against R. pneumotropicus antigen.
Either a whole cell extract or a concentrated culture super-
natant of R. pneumotropicus JF4Ni was used as antigen.
For preparation of the antigens, 100 ml R. pneumotro-
picus culture were centrifuged at 2000 g for 15 min at
4 °C. The supernatant was concentrated 100 fold with a
30 kDa centrifugal filter unit (Amicon ultra), mixed with
0.5 ml 10 x protease inhibitor (Protease Inhibitor Cock-
tail with EDTA by Sigma Aldrich) per g cell pellet and
dialyzed against 0.9% NaCl.
Whole cell extract was prepared from pelleted bacteria
as described for Streptobacillus moniliformis previously
[32]. Three hundred nanogramms of P. pneumotropica
antigen (either whole cell extract or a concentrated cul-
ture supernatant) or casein (background measurement)
were used per well to coat Corning Costar® assay plates
in carbonate buffer (pH 8.1). Blocking with casein and
washing of ELISA plates was conducted as described
[32]. Twofold serial dilutions of sera and TNLs in PBS
with 2 mM EDTA, 0.1% Tween20 and 0.1% bovine casein
were applied to the ELISA plates including also reference
sera/reference TNLs as well as negative controls. For detec-
tion of P. pneumotropica-specific serum-IgG, serum-IgG2c
or TNL-IgA, plates were incubated for 1 h at RT with a
1:10,000 dilution of a HRP-conjugated goat anti-mouse IgG
antibody (Jackson Immuno Research Laboratories), or a
1:10,000 dilution of a HRP-conjugated goat anti-mouse
IgG2c antibody (Biorad; C57BL/6 mice only) or a 1:5000 di-
lution of HRP-conjugated goat anti-mouse IgA antibody
(BIOMOL GmbH), respectively. ELISA plates were devel-
oped with 3,3′,5,5′-tetramethylbenzidine as described [32].
Absorbance was measured at 450 nm (reference at
630 nm).
The samples and the controls were measured in a du-
plicate series of four (seven for reference sera) twofold
dilutions (starting with 1:200 for IgG and 1:50 for IgA).
Sera collected from mice of a laboratory animal facility
infected with the R. pneumotropicus strain JF4Ni were
pooled and served as reference in the IgG and IgGc
ELISA, TNL of an experimentally infected mouse from
this experiment with a mean antibody titre as reference
for the IgA ELISA. These reference samples were de-
fined to include 100 ELISA units. Pooled sera and TNL
samples from R. pneumotropicus-free mice were used as
negative controls. Calculation of ELISA units for IgG
and IgA was conducted as previously described [34].
Determination of concentrations of IgG subtypes and
respective ratios in sera of experimentally infected mice
Determination of IgG subtypes and calculation of respect-
ive ratios was conducted as described previously [32].
Purification of DNA
The DNeasy Blood & Tissue Kit (Qiagen) was used ac-
cording to the manufacturer’s instruction to purify DNA
from R. pneumotropicus and R. heylii cultures.
PCR screening for RTX genes pnxIA, pnxIIA and pnxIIIA
To detect the RTX toxin genes pnxIA, pnxIIA and
pnxIIIA the primer pairs pnxIAF/pnxIAR, pnxIIAF/
pnxIIAR and pnxIIIAF/pnxIIIARs (Additional file 6:
Table S6) were used. The pnxIA and pnxIIA genes were
amplified in full length from the DNA purified from dif-
ferent isolates (Additional file 3: Table S3), including
strains genotyped in previous studies through 16S–23S
rRNA internal transcribed spacer analysis [6, 35]. For
detection of pnxIIIA amplification of an internal 1 kbp
fragment was conducted. The pnx sequences were amp-
lified by PCR with 30 cycles and Taq-polymerase (Invi-
trogen Thermo Scientific Fisher) as recommended by
the manufacturer using the following conditions: de-
naturation at 95 °C for 30 s, annealing at 58 °C (pnxIA
and pnxIIIA) or 61 °C (pnxIIA) for 30 s and elongation
at 72 °C for 3:30 min (pnxIA), 6:30 min (pnxIIA) or
2 min (pnxIIIA).
Statistical analysis
The Mann-Whitney test was performed to analyse differ-
ences between the different groups of mice. The Wilcoxon
test was used for comparison of different time point values
within the same group. The data in the Kaplan-Meyer sur-
vival and morbidity diagrams were analysed with the log
rank test. Probabilities lower than 0.05 were considered
significant, lower than 0.001 highly significant.
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4 ÜBERGREIFENDE DISKUSSION 
 
Hauptziel dieser Dissertation war der Vergleich der Klinik und der humoralen Immunantwort 
von BALB/c und C57BL/6-Wildtypmäusen nach experimenteller Infektion mit Rodentibacter 
pneumotropicus und Streptobacillus moniliformis. Für die differenzierte Analyse der humoralen 
Immunantwort wurden neue ELISAs etabliert und evaluiert. Weiterhin erfolgte eine 
Differenzierung der IgG-Subtypen, um die unterschiedlichen klinischen Verläufe der mit S. 
moniliformis infizierten Mäuse und die Unterschiede der Keimbelastung innerer Organe besser 
zu verstehen. Weiterhin wurden in den Tierversuchen Rekonvaleszenzseren nach definierter, 
mukosaler Infektion gewonnen, die der AG Hoffmann für die Identifikation immunogener 
Proteine zur Verfügung gestellt wurden7 (Fingas et al. 2019).  
 
Die Mäuse wurden intranasal mit R. pneumotropicus und S. moniliformis infiziert. Dies 
entspricht der natürlichen Infektionsroute und resultiert somit in einer Immunantwort, die 
vergleichbar mit derjenigen nach einer Feldinfektion sein sollte. Daraus ergibt sich, dass die 
mit diesen Seren identifizierten Immunogene sehr wahrscheinlich auch unter natürlichen 
Bedingungen gebildet werden. Hyperimmunseren, die nach Immunisierung mit abgetöteten 
Erregern gewonnen werden, sind für die Identifikation immunogener Proteine schlechter 
geeignet. Einerseits hätte eine chemische Inaktivierung möglicherweise wichtige Immunogene 
zerstört (Fertey et al. 2016) und andererseits unterscheidet sich das bakterielle Proteom nach 
kultureller Anzucht wesentlich von dem in vivo exprimierten Proteom, wie Untersuchungen in 
Pasteurella multocida zeigen (Boyce et al. 2002): Die Genexpression der Pasteurellen im 
künstlichen Medium unterschied sich hierbei deutlich von jener im infizierten Wirt. Gesteigerte 
Expressionsraten waren vor allem bei essentiellen Genen für den Metabolismus im Wirt sowie 
mutmaßliche Virulenz- und Virulenz-assoziierte Faktoren zu verzeichnen. Virulenz-assoziierte 
Faktoren sind dabei oft immunogen, wie für P. multocida (Adler et al. 1999) oder andere 
Erreger (Verheul et al. 1993, Hernández-Hernández et al. 2009, Andersson et al. 2017) gezeigt 
werden konnte. 
 
Die Notwenigkeit der Entwicklung besserer serologischer Testverfahren für die Diagnostik von 
R. pneumotropicus- und S. moniliformis-Infektionen wurde im Verlauf der Versuche nochmals 
deutlich: Für das Screening der Seren beider Versuche sollten zunächst kommerzielle ELISAs 
eingesetzt werden. Es zeigte sich aber, dass nicht ein einziges Serum der R. pneumotropicus-
infizierten Tiere mit dem verwendeten XpressBio Kit als positiv identifiziert wurde (nicht 
gezeigte Ergebnisse), obwohl das klinische und bakteriologische Monitoring bei zahlreichen 
Tieren einen rekonvaleszenten Verlauf eindeutig dokumentierte und später der 
                                                          
7 Institut für Bioanalytik der Fakultät für Chemie und Mineralogie der Universität Leipzig 
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antigenspezifische IgG-Inhouse-ELISA auch eine spezifische Serokonversion aufzeigte. 
Ähnliches trifft für das XpressBio Kit für S. moniliformis zu (nicht gezeigte Ergebnisse). Mit der 
Entwicklung von ELISAs auf Basis von Ganzzellextrakten gelang in dieser Arbeit jedoch der 
Nachweis der Serokonversion in experimentell mit R. pneumotropicus und S. moniliformis 
infizierten Tieren, die mindestens bis zum 10. Tag der Infektion überlebten. 
Nach dem derzeitigen Stand sind beide Inhouse-ELISAs relativ spezifisch. Es wurden alle Pre- 
und Kontrollseren deutlich negativ getestet. Zudem zeigten sich auch keine Kreuzreaktionen 
von nach R. heylii-Infektion gewonnenen Rekonvaleszenzseren mit dem im ELISA 
eingesetzten R. pneumotropicus-Oberflächenantigen, wie in einem Folgeprojekt gezeigt 
werden konnte (interne Kommunikation mit der GVG Diagnostics, Daten noch nicht 
veröffentlicht). Dies ist vermutlich auf die Zusammensetzung der Oberflächenextrakte 
zurückzuführen. Neben Proteinen spielen Kohlenhydrate eine besondere Rolle. Vor allem die 
für gramnegative Erreger charakteristischen Lipopolysaccharide (LPS) könnten erheblich zur 
der beobachteten Spezifität beitragen. Für Pasteurella multocida beispielsweise konnte eine 
so hohe Spezifität nachgewiesen werden, dass anhand dieser sogar Infektionen mit 
verschiedenen Stämme unterschieden werden können (Harper und Boyce 2017).  
Dagegen konnte mit dem S. moniliformis-Antigen eine S. notomytis-Infektion in Ratten 
nachgewiesen werden (Michel et al. 2018).  
Für eine endgültige Aussage zur Spezifität beider ELISA-Antigene bedarf es jedoch noch 
weiterer Untersuchungen. Vor allem muss abgeklärt werden, ob Infektionen mit verschiedenen 
R. pneumotropicus- bzw. S. moniliformis-Stämmen erkannt werden können, da 
Oberflächenextrakte einzelner Isolate mutmaßlich zum Teil sehr spezifische Komponenten 
enthalten können (siehe oben), die sich von denen anderer stark unterscheiden. 
 
Bezüglich der Sensitivität lässt sich sagen, dass 92% (22/248 Infektionstiere des 
S.moniliformis-Versuches) bzw. 100% (15/15 Infektionstiere des R. pneumotropicus-
Versuches) der erwartungsgemäß positiven Tiere tatsächlich als positiv identifiziert wurden.  
Für frühzeitig verstorbene oder euthanasierte Tiere (vor dem 10. Tag nach der Infektion) 
konnte, wie erwartet, keine Serokonversion nachgewiesen werden. Eine sinnvolle Ergänzung 
wäre daher ein ELISA zum Nachweis von spezifischen IgM-Antikörpern, da dieser Isotyp 
bereits wenige Tage nach einer Infektion gebildet wird (Janeway et al. 2001). 
 
Neben der Verbesserung der serologischen Diagnostik führte vor allem der S. moniliformis-
Infektionsversuch zur Etablierung und Evaluierung neuer molekularbiologischer Methoden. 
                                                          
8 Anmerkung:  Bei 2 der C57BL/6-Mäuse des S. moniliformis-Versuches konnte eine erfolgreiche experimentelle 
Infektion aufgrund der fehlenden Klinik, des negativen kulturellen Ergebnisses und der fehlenden Serokonversion 
nicht nachgewiesen werden. Diese beiden Tiere wurden daher in die Berechnung nicht einbezogen.  
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Nachdem aus allen BALB/c-Tieren und Einstreusentinels sowie den meisten Kontaktsentinels 
des S. moniliformis-Infektionsversuches kein kultureller Nachweis des Erregers gelang, sollten 
diese molekularbiologisch untersucht werden. Verschiedene bereits publizierte Protokolle zum 
Nachweis von Streptobacillus-DNA lieferten keine verwertbaren Ergebnisse. So etablierte ich 
ein neues nested PCR-Protokoll für den Nachweis der 16S rRNA von Streptobacillus spp. 
direkt aus Lungengewebe.  
Verschiedene Autoren vermuteten die Ausscheidung von Streptobacillus-DNA über den Kot 
(Kimura et al. 2008, Wouters et al. 2008, Joshi et al. 2010). Konkrete Untersuchungen dazu 
sind jedoch nicht publiziert. Im Verlauf der Arbeit stellte sich heraus, dass auch Kot von deutlich 
erkrankten Tieren ausschließlich negative Ergebnisse in der PCR-Diagnostik lieferte (Daten 
nicht gezeigt), im Gegensatz zu Lungen- bzw. Lymphknotengewebe. Daher sollten zukünftig 
auch diese Gewebe für die molekularbiologische Untersuchung auf S. moniliformis eingesetzt 
werden. 
 
Vor der Durchführung eines Tierversuches ist die Kenntnis des Infektionsstatus der 
Versuchstiere wichtig, da nicht erkannte Infektionen einen erheblichen Einfluss auf die 
durchgeführten Experimente haben können. Für das Monitoring von wertvollen 
Versuchstierbeständen kommen daher verschiedene Sentinelsysteme zum Einsatz (Mähler et 
al. 2014). Sowohl Kontakt- als auch Einstreusentinels wurden im Zuge meiner 
Infektionsexperimente genauer betrachtet. Für R. pneumotropicus und S. moniliformis wurde 
die Übertragung mittels direktem Kontakt beschrieben (Nakagawa et al. 1981, Hedrich 2012, 
Wullenweber et al. 1990). Die Übertragung mittels benutzter Einstreu ohne direkten Kontakt 
der Tiere wurde für S. moniliformis bisher nicht untersucht und für R. pneumotropicus bereits 
mehrfach widerlegt (Scharmann et al. 2001, Benga et al. 2016). Dennoch wird nach wie vor in 
vielen Einrichtungen auf Einstreu-Sentinels zurückgegriffen (interne Kommunikation mit 
Thomas Grunwald, Leiter der Versuchstiereinrichtung des Fraunhofer-Institutes für 
Zelltherapie und Immunologie Leipzig, August 2015). 
Die Resultate meiner Untersuchungen unterschieden sich dabei für die Kontaktsentinels 
deutlich zwischen den Erregern. Während die Tiere des R. pneumotropicus-Versuches selbst 
nicht klinisch erkrankten, konnte dennoch eine deutliche Kolonisierung nachgewiesen werden. 
Serologische Untersuchungen zeigten hohe antigenspezifische IgG-Spiegel auf. Für R. 
pneumotropicus ist der Einsatz von Kontaktsentinels somit zielführend.  
Bis auf eine Ausnahme verliefen klinische, kulturelle und serologische Untersuchungen in den 
Kontaktsentinels des S. moniliformis-Versuches negativ. Einzig der Nachweis der 
Streptobacillus-DNA mittels der etablierten nested PCR in den Lungen der Kontakttiere beider 
Linien gelang, sodass die Kontaktsentinels den Erreger offensichtlich über den Atmungstrakt 
aufgenommen haben. Dies ist möglich, da die Ausscheidung der Streptobazillen in die Umwelt 
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u.a. über den Urin (Wullenweber 1995) erfolgt und eine Aerosolbildung durch die Aktivität der 
Tiere in der Einstreu wahrscheinlich ist. Warum sich die Infektion in diesen Tieren nicht 
etablieren konnte bleibt fraglich. Möglich ist eine zu geringe Viabilität der Erreger in trockener 
Umgebung oder eine zu geringe Infektionsdosis. Für beide Varianten existieren keine 
Voruntersuchungen. 
Eine Empfehlung für S. moniliformis kann basierend auf meinen Ergebnissen und entgegen 
früherer Beobachtungen (Wullenweber et al. 1990) nur in Verbindung mit einer 
molekularbiologischen Untersuchung der Organe empfohlen werden. 
Hervorzuheben sind weiterhin die eindeutigen Ergebnisse für die Einstreu-Sentinels: In keinem 
Versuch gelang der kulturelle oder serologische Nachweis einer erfolgreichen 
Erregerübertragung über die benutzte Einstreu. Für R. pneumotropicus bestätigt dies die 
bisherigen Erkenntnisse. Es konnten jedoch 4/8 Lungen der Tiere des S. moniliformis-
Versuches mittels der nested PCR als molekularbiologisch positiv identifiziert werden. Eine 
mögliche Begründung habe ich für die Kontakttiere bereits erläutert. 
Bezüglich serologischer und kultureller Verfahren muss von der Verwendung von Einstreu-
Sentinels für R. pneumotropicus und S. moniliformis abgeraten werden. Die Verwendung 
dieser Sentinelvariante in Verbindung mit einem PCR-Screening der Lungen für S. 
moniliformis kann ebenso nur eingeschränkt empfohlen werden, da der Nachweis nur in 50% 
der Tiere gelang.  
Die Eignung von Einstreu-Sentinels wird generell kontrovers diskutiert, da auch für andere 
Erreger der FELASA-Empfehlungen, wie Clostridium piliforme, Pseudomonas aeruginosa, 
dem Murinen Norovirus, dem Minute Virus of Mice und dem Sialodacryoadenitis-Virus 
eindeutige Daten fehlen oder, wie im Fall des Sendai-Virus, die Übertragung eindeutig 
widerlegt werden konnte (de Bruin et al. 2016). 
 
Im Lauf der Experimente wurde die Klinik der Tiere dokumentiert, die Morbiditäts- und 
Mortalitätsraten bestimmt sowie Organe kulturell und pathologisch untersucht. Es zeigte sich, 
dass die Tiere beider Versuche nach der Infektion unspezifische Anzeichen eines 
beeinträchtigten Allgemeinbefindens, wie fehlende Fellpflege oder Gewichtsverlust, 
aufwiesen. Daneben traten in beiden Versuchen Symptome, wie vermehrter Tränenausfluss 
und Dyspnoe auf. Eine wichtige Manifestation der S. moniliformis-Infektionen waren 
Lymphknotenschwellungen, die auch in anderen Arbeiten als Charakteristikum herausgestellt 
wurden (Sawicki et al. 1962, Greenwood und Harvey 2006, Gaastra et al. 2009, Kawamoto et 
al. 2011, Hedrich 2012, Barthold et al. 2016). Im S. moniliformis-Versuch erkrankten in 
Übereinstimmung mit der Literatur BALB/c im Gegensatz zu C57BL/6 Mäusen nicht (81% 
Morbidität bzw. 75% Mortalität in C57BL/6 im Gegensatz zu 0% in BALB/c) (Wullenweber et 
al. 1990). Dagegen war die hohe Morbidität (100%) und Mortalität (56%) im R. pneumotropicus 
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Infektionsversuch überraschend, da R. pneumotropicus von einigen Autoren als apathogen in 
immunkompetenten gesunden Mäusen eingestuft wurde (Moore et al. 1978, Kawamoto et al. 
2012, Towne et al. 2014). Frühere experimentelle Infektionen in immunkompetenten Mäusen 
mit z.T. 400-fach höheren Infektionsdosen waren nicht in der Lage, Symptome oder 
pathologische Veränderungen hervorzurufen (Chapes et al. 2001, Patten et al. 2010, 
Kawamoto et al. 2011).  
Dieser schwere Infektionsverlauf im Rodentibacter-Versuch führte daher zu der 
Schlussfolgerung, dass es sich bei dem in dieser Arbeit verwendeten Infektionsstamm R. 
pneumotropicus JF4Ni (Genotyp: pnxI+/pnxII+/pnxIII+ (Fornefett et al. 2018)) um ein hoch 
virulentes Isolat handelt.  
PnxI-III (Sasaki et al. 2009 und 2011) gehören zu den RTX- (repeats in toxins) Toxinen. RTX-
Toxine wurden bereits für viele, vor allem pathogene gramnegative Erreger beschrieben 
(Kuhnert et al. 1997). Mutmaßlich könnten die RTX–Toxine von R. pneumotropicus PnxI-III zur 
Virulenz beitragen. Dies konnte bereits für verschiedene RTX-Toxine, z.B. für die 
zytotoxischen Apx-Toxine von Actinobacillus pleuropneumoniae (APP) gezeigt werden 
(Tascón et al. 1994, Haesenbrouck et al. 1997). PnxI und PnxII weisen interessanterweise 
Homologien zu den Apx-Toxinen auf (eigene NCBI Blast Analysen). PnxI besitzt eine 48%ige 
Identität zu ApxIII und eine 45%ige zu ApxII. PnxII ist zu 49% identisch mit ApxII und zu 31% 
mit ApxIII. PnxIII zeigt Homologien zu einem DNA-Bindungsprotein von APP. 
Frühere Infektionsversuche in Mäusen wurden mit dem R. pneumotropicus Typstamm ATCC 
35149 durchgeführt. Dieser ist ebenfalls genotypisch positiv für pnxI+/pnxII+/pnxIII+ (Fornefett 
et al. 2018). Wie oben bereits erwähnt, führten diese Infektionen weder zu einer Klinik noch zu 
pathologischen Veränderungen. Daher ist eine Attenuierung dieses Referenzstammes durch 
häufige Laborpassagen zu diskutieren. Weiterhin legt der Vergleich nahe, dass nicht die RTX-
Toxine für die Virulenz allein maßgeblich sein könnten. Möglicherweise existieren andere, 
bisher unbekannte Virulenzfaktoren. 
Neben ihrer Rolle in der Pathogenese, spielen RTX-Toxine als starke Immunogene eine 
bedeutende Rolle für die Immunprophylaxe und Diagnostik. So sind beispielsweise die Apx-
Toxine von APP Bestandteil einer kommerziell erhältlichen Vakzine (Porcilis® APP) und auch 
ein rekombinantes PnxIII wurde bereits erfolgreich zur Immunisierung von Mäusen eingesetzt 
(Sasaki et al. 2013). Zudem konnten die Apx-Toxine zur Detektion von APP-Infektionen u.a. 
mittels Immunosorbent-Assay verwendet werden (Shin et al. 2011). Daraus resultierte unsere 
Überlegung, die RTX-Toxine von R. pneumotropicus als Grundlage für spezifische ELISA‘s 
einzusetzen. Dazu wurde zunächst die Verteilung von pnxI-III mittels PCR überprüft. 
Insgesamt konnte ich sechs verschiedene Genotypen ermitteln: pnxI+/pnxII-/pnxIII-, 
pnxI+/pnxII+/pnxIII-, pnxI+/pnxII-/pnxIII+, pnxI-/pnxII+/pnxIII+, pnxI+/pnxII+/pnxIII+ und pnxI-/pnxII-
/pnxIII-. Hierbei unterscheiden sich die früheren Biotypen Jawetzt und Heyl, welche nun zu den 
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neuen Spezies R. pneumotropicus und R. heylii klassifiziert wurden, deutlich voneinander. R. 
heylii scheinen generell kein pnxII zu besitzen. Zweiundvierzig Prozent der untersuchten 
Stämme verfügen außerdem über keines der bekannten RTX-Toxingene. R. pneumotropicus 
dagegen lassen sich zum größten Teil (74%) dem Genotyp pnxI+/pnxII+/pnxIII+ zuordnen. 
Hieraus ergibt sich, dass ein ELISA basierend auf den RTX-Toxinen nicht für die von der 
FELASA geforderte Untersuchung auf Pasteurella pneumotropica (R. pneumotropicus und R. 
heylii) Infektionen geeignet ist.  
 
Sowohl im R. pneumotropicus- als auch im S. moniliformis9-Infektionsversuch konnten 
hochgradige eitrig bis nekrotisierende Pneumonien beobachtet werden. Dies gelang für R. 
pneumotropicus bisher nur in immundefizienten Tieren oder durch Koinfektionen (Jakab et al. 
1973, Brennan et al. 1998, Macy et al. 2000, Ueno et al. 2002, Ami et al. 2008, Kawamoto et 
al. 2012, Towne et al. 2014). 
Alle Tiere (inklusive Kontakt- und Kontrolltiere) beider Versuche wiesen jedoch auch eine 
geringgradige interstitielle Pneumonie auf. Die Ursache konnte nicht identifiziert werden. Eine 
prädisponierende Wirkung der interstitiellen Pneumonie bzw. des auslösenden Agens für die 
experimentelle Infektion mit R. pneumotropicus und S. moniliformis kann nicht ausgeschlossen 
werden.  
 
Die bakteriologischen Untersuchungen der Versuchstiere offenbarten neben positiven 
Lungenbefunden sowohl für R. pneumotropicus, als auch für S. moniliformis9 eine ausgeprägte 
Dissemination in extrapulmonale Organe. Dies ist für S. moniliformis typisch (Glastonbury et 
al. 1996, Elliott 2007, Barthold et al. 2016). Für R. pneumotropicus ist dies jedoch in 
immunkompetenten Tieren ungewöhnlich (Moore et al. 1978, Kawamoto et al. 2012, Towne et 
al. 2014) und im Zusammenhang mit einer Bakteriämie zu sehen.  
Während in S. moniliformis-infizierten Mäusen typischerweise die Erregernachweise in 
extrapulmonalen Organen mit pathologischen Veränderungen dieser Gewebe assoziiert 
waren9 (Eisenberg et al. 2014 und 2015a, Barthold et al. 2016), konnten in extrapulmonalen 
inneren Organen der R. pneumotropicus-infizierten Tiere keine pathologischen 
Veränderungen festgestellt werden. Bis auf eine seromuköse Konjunktivitis, die bei einem 
Großteil der Tiere auftrat und nach spätestens 2-3 Tagen verschwand, blieben auch die mit R. 
pneumotropicus häufig assoziierten eitrigen Augenveränderungen (Artwohl et al. 2000, 
Adhikary et al. 2017, Nashat et al. 2017) aus.  
Diese kulturellen und pathologischen Ergebnisse sowie der perakute bis akute 
Infektionsverlauf legen den Schluss nahe, dass die Tiere des R. pneumotropicus-Versuches 
vor allem einer Septikämie erlagen. Die Tiere des S. moniliformis-Versuchs dagegen zeigten 
                                                          
9 Die Befunde konnten ausschließlich in C57BL/6 erhoben werden. 
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einen deutlich protrahierten Infektionsverlauf. Der Nachweis von Sequestern in den Lungen 
sowie Abszessen mit deutlicher Demarkationslinie lassen eher auf chronisch-aktive Prozesse 
schließen. Basierend auf der Literatur zeigen Tiere, die die akute septikämische Phase der S. 
moniliformis-Infektion überleben, Polyarthritiden (Savage et al. 1972 und 1981, Wullenweber 
1995, Boot et al. 2002), Osteomyelitiden (Lerner und Silverstein 1957, Barthold et al. 2016) 
sowie subkutane Abszesse (Glastonbury et al. 1996, Barthold et al. 2016). Diese konnten 
jedoch, bis auf eine Maus mit einer eitrigen Arthritis im Glenohumeralgelenk, nicht 
nachgewiesen werden. 
 
Der stammspezifische Unterschied in der Anfälligkeit der Mäuse gegenüber der S. 
moniliformis-Infektion und die unterschiedliche Bakterienlast in Organen überlebender R. 
pneumotropicus-infizierter Mäuse war Grund für die Arbeitshypothese, dass diese mit 
genetisch determinierten Unterschieden in der Immunreaktionen in Zusammenhang stehen 
(Trunova et a. 2011). Daher sollten die T-Helferzell-Antworten (Th) der beiden Mauslinien 
differenziert werden. Der Zusammenhang zwischen verschiedenen Anfälligkeiten gegenüber 
Pathogenen und der Th-Antwort konnte zum Beispiel für Leishmania major-Infektionen 
demonstriert werden (Lipoldová et al. 2000). C57BL/6-Mäuse zeigten gegenüber diesem 
Parasiten eine protektive Th1- und damit assoziiert eine zelluläre Immunantwort, im 
Gegensatz zur insuffizienten Th2- bzw. humoralen Antwort der BALB/c. 
Zur Differenzierung der Th-Antworten gegenüber R. pneumotropicus und S. moniliformis-
Infektionen wurden im Serum der ausgewählten Tiere die IgG-Subtypen bestimmt, da sich 
darin die unterschiedliche Immunantwort widerspiegeln kann (Germann et al. 1995, Trunova 
et al. 2011).  
Für beide Erreger zeichnete sich hierbei ein ähnliches Bild ab. Die C57BL/6-Mäuse neigen als 
Reaktion auf eine Infektion deutlich zu einer erhöhten IgG2-Produktion im Verhältnis zu IgG1 
und damit mutmaßlich zu einer Th1-Antwort. Im Vergleich dazu sind BALB/c-Mäuse durch eine 
erhöhte IgG1-Produktion und somit durch eine Th2- bzw. ausbalancierte T-Helferzell-Antwort 
gekennzeichnet.  
Die Ergebnisse des Infektionsversuches mit S. moniliformis sprechen für eine protektive Th2-
Antwort der BALB/c-Mäuse, im Gegensatz zum immunpathologischen Charakter der Th1-
Antwort der C57BL/6-Mäuse. Im Vergleich zu den für Leishmania major publizierten 
Ergebnissen (Lipoldová et al. 2000) wird deutlich, dass Protektion bzw. Immunpathologie in 
den beiden Mauslinien sich für die verschiedenen Erreger gegensätzlich verhalten können. 
Weiterhin war vermutlich in der experimentellen Infektion mit R. pneumotropicus die Th1-
Antwort für die C57BL/6-Mäuse vorteilhaft. So war die R. pneumotropicus-Bakterienlast in den 
Organen der überlebenden C57BL/6- signifikant niedriger als die der BALB/c-Mäuse. Für den 
akuten und teilweise früh fatal endendenden Infektionsverlauf, der sich in beiden Linien nicht 
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voneinander unterschied, war die unterschiedliche Th-Immunantwort der beiden Mauslinien 
vermutlich noch nicht von Bedeutung. Hier spielten offensichtlich andere Mechanismen, wie 
die nicht ausreichende Abtötung durch schnell wirkende angeborene Immunmechanismen, 
wie die Phagozytose durch Alveolarmakrophagen und dendritische Zellen (Nicod 2005), eine 
Rolle. Insbesondere das PnxIII-Toxin könnte durch seine zytotoxische Wirkung auf 
Mausmakrophagen (Sasaki et al. 2011) eine wichtige Rolle in der Pathogenese der R. 
pneumotropicus-Pneumonie und -Septikämie spielen. 
In dieser Arbeit wurden somit mukosale Infektionsmodelle für zwei wichtige Infektionserreger 
in zwei Mauslinien etabliert, die sich im Infektionsverlauf wesentlich unterscheiden. Obwohl 
wichtige Unterschiede in der Klinik, Pathologie und der humoralen Immunantwort aufgezeigt 
werden konnten, sind die Pathomechanismen der beiden Erreger und die zellulären 
Immunreaktionen unverstanden. Dabei zeichnet sich insbesondere das R. pneumotropicus 
Infektionsmodell durch die Abbildung der Septikämie als Komplikation einer Pneumonie durch 
große medizinische und veterinärmedizinische Bedeutung aus und sollte somit für weitere 
Untersuchungen zu Fragestellung der Pathogenese genutzt werden.
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Zielstellung: Ziel dieser kumulativen Dissertationsarbeit war die vergleichende Untersuchung 
der Wirtsantwort in verschiedenen Mauslinien nach Infektion mit Streptobacillus (S.) 
moniliformis und Rodentibacter (R.) pneumotropicus mit Anzeigeparametern für die Klinik, die 
Pathologie und die Immunantwort. Es sollten neue erregerspezifische enzyme-linked 
immunosorbent assays (ELISA) evaluiert und durch die Bestimmung der Immunglobulin G 
(IgG)-Subklassen mausstammspezifische Unterschiede in der Immunantwort aufgezeigt 
werden. Darüber hinaus waren Sentinelsysteme zu bewerten. 
Material und Methoden: Es wurden BALB/c und C57BL/6-Mäuse intranasal mit S. 
moniliformis- oder R. pneumotropicus infiziert und mit Kontaktsentinels vergesellschaftet. 
Zusätzlich wurde benutzte Einstreu der Infektionskäfige auf Käfige mit nichtinfizierten CD1-
Mäusen (Einstreu-Sentinels) übertragen. Die Infektionsgruppen wurden über 4 Wochen, die 
Sentinels mindestens 7 Wochen alle 12 Stunden klinisch untersucht und die Verläufe 
dokumentiert. Am Ende der Experimente bzw. bei Erreichen spezifischer Abbruchkriterien 
wurden die Mäuse tierschutzgerecht euthanasiert und definierte Organproben für 
pathohistologische und bakteriologische Untersuchungen gewonnen. Die Erreger wurden 
dabei massenspektrometrisch sowie mittels polymerase chain reaction (PCR) differenziert und 
in Proben des Respirationstraktes quantitativ erfasst. Erregerspezifische Antikörper wurden in 
tracheonasaler Spülflüssigkeit und im Serum in eigens etablierten ELISA‘s auf Basis von 
Ganzzellextrakten bestimmt. Weiterhin erfolgte die Messung des Verhältnisses der IgG-
Subtypen IgG1 und IgG2 im ELISA. 
Ergebnisse: Der Infektionsversuch mit S. moniliformis bestätigte mit einer Mortalität von 75% 
die bekannte hohe Infektionsanfälligkeit der C57BL/6-Mäuse im Gegensatz zu BALB/c, die 
keine Krankheitsanzeichen entwickelten. Die wichtigsten pathologischen Manifestationen 
waren eitrig-nekrotisierende Lymphadenitiden und Pneumonien in Verbindung mit der 
Reisolation des Infektionsstammes. Mithilfe des etablierten ELISA‘s gelang der Nachweis 
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erregerspezifischer IgG-Antikörper im Serum der Tiere beider Linien. Bei den Kontaktsentinels 
konnte, bis auf eine Ausnahme, weder kulturell, noch serologisch eine Infektion nachgewiesen 
werden. Gleiches gilt für alle Einstreu-Sentinels. Molekularbiologisch wurde aber Erreger-DNA 
in den Lungen der Sentinels festgestellt. 
Die Infektion mit einem R. pneumotropicus Stamm, welcher genotypisch positiv für alle drei 
bekannten RTX-Toxine dieses Erregers war, führte zu einer unerwartet hohen Morbidität und 
Mortalität in beiden Mauslinien. In frühzeitig euthanasierten Tieren beider Linien konnten 
katarrhalisch-eitrige bis nekrotisierende Bronchopneumonien sowie eine Dissemination des 
Belastungsstammes in zahlreiche innere Organe nachgewiesen werden. In überlebenden 
Tieren beider Linien wurde eine deutliche Kolonisation respiratorischer Schleimhäute mit dem 
Belastungsstamm trotz z.T. hoher mukosaler IgA-Spiegel und Serokonversion im Blut 
nachgewiesen. Überlebende C57BL/6 Mäuse zeigten eine signifikant niedrigere Bakterienlast 
in inneren Organen als BALB/c Mäuse. In allen Kontaktsentinels, aber nicht in einem einzigen 
Einstreu-Sentinel, konnte kulturell und indirekt serologisch eine Infektion mit R. 
pneumotropicus nachgewiesen werden. 
Die Bestimmung der IgG-Subklassen in den Seren der C57BL/6-Mäuse beider 
Infektionsstudien ergab eine Verschiebung des Verhältnisses IgG2/IgG1 von unter 0,8 vor zu 
über 1,6 nach Infektion. Dies weist auf eine T-Helferzell (Th) 1-dominierte Immunantwort hin. 
BALB/c-Mäuse behielten dagegen ein Verhältnis unter 0,8 auch nach der Infektion bei, sodass 
auf eine Th2- Antwort zu schließen war. 
Schlussfolgerungen: Sowohl für S. moniliformis als auch für R. pneumotropicus konnten 
Tiermodelle mit diversen Anzeigeparametern etabliert werden, welche für Folgestudien zur 
Pathogenese oder Immunprophylaxe genutzt werden können. Für beide Erreger wurden neue 
sensitive und spezifische ELISA-Protokolle in die Diagnostik eingeführt. Kontaktsentinels, aber 
nicht Einstreu-Sentinels, sind gut geeignet, um R. pneumotropicus-Infektionen nachzuweisen. 
Die beobachtete stammspezifische Klinik, Pathologie und Immunantwort der C57BL/6-Mäuse 
nach experimenteller S. moniliformis-Infektion sprach für eine pathologische Th1-
Immunantwort. Im Gegensatz dazu war im R. pneumotropicus – Infektionsversuch die Th1-
Immunantwort der C57BL/6-Mäuse mit einer effektiveren Reduktion des Erregers in inneren 
Organen assoziiert. Die unerwartet hohe Morbidität und Mortalität im R. pneumotropicus –
Infektionsversuch weist auf eine besonders hohe Virulenz des eingesetzten Stammes hin, 
sodass in dieser Arbeit erstmalig ein septikämischer Verlauf in Wildtyp-Mäusen nach 
intranasaler R. pneumotropicus-Infektion nachgewiesen werden konnte.
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Objective: Aim of this cumulative doctoral thesis was the comparative analysis of the host 
response in different mice strains infected with Streptobacillus (S.) moniliformis and 
Rodentibacter (R.) pneumotropicus with readout parameters for clinics, pathology and immune 
response. New pathogen specific enzyme linked immunosorbent assay’s (ELISA) were 
evaluated. Differentiation of immunoglobulin (Ig) G subclasses was conducted to reveal 
differences in the immune response between the two mice strains. Furthermore, sentinel 
systems were assessed. 
Materials and methods: BALB/c and C57BL/6 mice were infected intranasally with S. 
moniliformis or R. pneumotropicus and housed together with contact sentinels. Soiled bedding 
from infection cages was transmitted to cages with uninfected CD1 mice (bedding sentinels). 
Infection groups were observed for 4 weeks, sentinels for at least 7 weeks and the clinical 
course was documented. At the end of the experiments or when predefined termination criteria 
were reached, animals were humanely killed. Predefined organ samples were collected for 
pathohistological and bacteriological screenings. Pathogens were differentiated via mass 
spectrometry and via polymerase chain reaction (PCR). The specific bacterial load was 
quantified in samples of the respiratory tract. Pathogen-specific antibodies were detected in 
tracheonasal lavages and sera using newly established ELISAs based on whole cell extracts. 
Determination of the ratios of the IgG subtypes (IgG1 to IgG2) was conducted using ELISAs.  
Results: The S. moniliformis experiment confirmed the known high susceptibility of C57BL/6 
mice with a mortality of 75%. This was in contrast to BALB/c, which developed no signs of 
illness. The major pathologies were purulent-necrotizing inflammations of the lymph nodes and 
the lung associated with detection of the challenge strain. Specific IgG-antibodies were 
detected in sera of both mice strains by the newly established ELISAs. In contact and bedding 
sentinels the infection was not detected by culture or indirectly by serology, except for one 
contact sentinel. However, pathogen DNA was detectable in the lungs of these animals via 
PCR. 
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The infection with the R. pneumotropicus strain, which is genotypically positive for all 3 known 
RTX toxins of this pathogen, leaded to an unexpected high morbidity and mortality in both mice 
strains. In early losses a catharal-purulent to necrotizing bronchopneumonia as well as 
dissemination of the challenge strain in various inner organs was recorded. Efficient 
colonization of the respiratory mucosa through the challenge strain was detected in survivors 
of both lines despite high mucosal IgA levels and seroconversion in the blood. Surviving 
C57BL/6 mice showed a significant lower bacterial burden in inner organs than BALB/c. All 
contact sentinels were culturally and serologically positive for R. pneumotropicus infection in 
contrast to all bedding sentinels.  
Differentiation of IgG subclasses in sera of C57BL/6 mice of both experiments revealed a shift 
of the IgG2/IgG1 ratio from 0.8 prior to infection to 1.6 post infection suggesting a T helper (Th) 
1-prone immune response. BALB/c mice remained under 0.8 after infection indicating a Th2-
prone immune response.  
Conclusions: New animal models with various readout parameters were established for both 
S. moniliformis and R. pneumotropicus. These models can be used in future studies on 
pathogenesis and immunoprophylaxis. Sensitive und specific ELISA-protocols were 
established for both pathogens. Contact sentinels but not bedding sentinels are appropriate 
for detection of R. pneumotropicus-infections. The observed distinct clinic, pathology and 
immune response of C57BL/6 mice experimentally infected with S. moniliformis indicated on 
the one hand a pathological Th1 immune response. On the other hand, the Th1 response of 
C57BL/6 mice to R. pneumotropicus infection was associated with a more efficient clearance 
of the challenge strain in internal organs. The unprecedented high morbidity and mortality in 
the R. pneumotropicus experiment indicates high virulence of this strain. Accordingly, this work 
revealed for the first time septicaemia in wildtype mice after intranasal R. pneumotropicus-
infection.
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7.4 Gesetzestexte 
Anon. Gesetz zur Verhütung und Bekämpfung von Infektionskrankheiten beim Menschen 
(Infektionsschutzgesetz – IfSG) vom 20. Juli 2000 (BGBl. I S. 1045, das durch Artikel 
1 des Gesetztes vom 17. Juli 2107 (BGBl. I S. 2615) geändert worden ist.




i) Ergänzende Abbildungen (Fotos: Juliane Fornefett) 
 
Abb. 1 Streptobacillus moniliformis bildet in Flüssigmedien 
sogenannte „cotton balls“.  
Reinkultur in Tryptose-Soja-Bouillon nach 24 h bei 37 °C unter erhöhter 










Abb. 2 Kolonien von Streptobacillus moniliformis.  
Reinkultur auf Columbia-Schafblutagar nach 48 h bei 













Abb.3: Kolonien von 
Rodentibacter pneumotropicus 
(grau-weißer Kolonietyp links) 
und Rodentibacter heylii (gelber 
Kolonietyp rechts). Reinkultur auf 
Columbia-Schafblutagar nach 24 h 
bei 37 °C. 
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Abb. 4: BALB/c-Maus. Weibliche BALB/c-











Abb. 5: C57BL/6-Maus. Weibliche 
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ii) Ergänzendes Material zu 3.1 “Comparative analysis of clinics, pathologies and 
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iii) Ergänzendes Material zu 3.2 “Comparative analysis of humoral immune responses 
and pathologies of BALB/c and C57BL/6 wildtype mice experimentally infected with a 
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